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1 Grundlagen
1.1 Knochen
1.1.1 Morphologie, Zusammensetzung und Funktion
Das Skelett ist eine höchst spezialisierte Form des Bindegewebes und stellt ein natürliches
inneres Stützsystem in allen höheren Vertebraten dar (Meyer und Wiesmann, 2006). Das
menschliche Skelett besteht aus 213 Knochen (exklusive der Sesambeine (Knochen, welche
nur mit Sehnen verbunden oder in Muskeln eingebettet sind, lat. Ossa Sesamoidea)) (Clar-
ke, 2008). Wird die Morphologie des Knochens betrachtet, so kann dieser in zwei Formen
unterteilt werden: den kortikalen oder kompakten Knochen und den spongiösen oder trabe-
kulären Knochen (Abbildung 1) (Rho et al., 1998; Meyer und Wiesmann, 2006; Safadi et al.,
2009; Buck und Dumanian, 2012). Insgesamt bestehen 80% des Gewichtes eines erwach-
senen Skelettes aus kortikalem Knochen mit einer Porosität von 5 bis 10%, während der
spongiöse Knochen 20% des Gewichtes ausmacht und eine Porosität von 50 bis 90% besitzt
und damit eine signifikant größere Oberfläche pro Volumeneinheit aufweist (Safadi et al.,
2009; Buck und Dumanian, 2012).
Der kortikale Knochen weist einen hoch-organisierten Aufbau mit dicht gepackten Bündeln
aus mineralisierten Kollagenfibrillen auf, was dem Knochen seine Festigkeit gibt. Kortikale
Osteone, auch als Haverssches System bezeichnet (Clarke, 2008), bilden das hauptsächli-
che strukturelle Element des kortikalen Knochens und bestehen aus 5-15 Zylindern, welche
parallel der Längsachse des Knochens verlaufen und konzentrisch einen zentralen Haverss-
chen Kanal umgeben (Buck und Dumanian, 2012). Zwischen den Lamellen der Osteone
befinden sich die Osteozyten, eingeschlossen von mineralisierter Matrix (Meyer und Wies-
mann, 2006; Beniash, 2011). Der Haverssche Kanal beinhaltet neben Venen, Arterien oder
Lymphgefäßen auch lockeres Bindegewebe mit Osteoprogenitorzellen. Volkmann’s Kanäle
sind vaskuläre Kanäle, welche sowohl Haverssche Kanäle miteinander als auch das Havers-
sche System mit dem Periosteum verbinden (Buck und Dumanian, 2012). Die äußere Ober-
fläche des kortikalen Knochens wird vom Periosteum umgeben, einem fibrösen Bindegewe-
be, welches Blutgefäße, Nerven, Osteoblasten und Osteoklasten enthält (Clarke, 2008; Sa-
fadi et al., 2009).
Die poröse Struktur des spongiösen Knochens besteht aus Trabekeln, die durch Markhöh-
len, in denen sich das Knochenmark befindet, voneinander separiert sind. Die Trabekel sind
mit Osteoblasten und weiteren Knochenzellen bedeckt. Die Struktur ist locker makroporös
und darauf optimiert, Kräfte (Lasten) im Knochen zu übertragen. Dabei kommt es zu einem
dynamischen Prozess zwischen Lastwahrnehmung der Zellen und ihrer darauffolgenden
Reaktion (Meyer und Wiesmann, 2006). Spongiöser Knochen hat eine höhere metabolische
Aktivität, die Fähigkeit zur Umformung und eine schnellere Reaktion auf mechanische
Gundlagen - 14 -
Stimulation als kortikaler Knochen, da die primären Knochenzellen auf der Oberfläche liegen
und sich damit näher an zirkulierenden Wachstumsfaktoren und Zytokinen befinden (Safadi
et al., 2009). Die primäre Funktion des spongiösen Knochens ist die Aufnahme von Energie
durch die Fähigkeit zur Deformation und damit Absorption von Lasten, während der kortikale
Knochen ein Maximum an Widerstand gegen Verdrehung und Biegung bietet und dem Kno-
chen seine Druckfestigkeit gibt. Des Weiteren schützt das Knochengewebe innere Organe,
dient als Stammzell-Nische, ist ein Reservoir für Mineralien und Wachstumsfaktoren, regu-
liert die Mineral-Homöostase und ist für die Blutbildung wichtig (Weiner und Wagner, 1998;
Kneser et al., 2006; Clarke, 2008).
Abbildung 1: Aufbau des Knochengewebes (verändert nach Buck und Dumanian, 2012)
1.1.2 Knochenmatrix
Knochen ist das größte mineralisierte Gewebe des menschlichen Körpers, die extrazelluläre
Knochenmatrix (ein Komposit) besteht aus drei Grundkomponenten: einem anorganischen
Anteil (zwischen ~60 bis 70%), einem organischen Anteil (~20 – 30%) und Wasser (~10%)
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Komponenten Lipide und Wasser sind für die mechanische Funktion des Knochens von Be-
deutung, so unterscheiden sich mechanische Messungen von trockenem und feuchtem Kno-
chen stark voneinander. Wasser befindet sich in den Fibrillen, in den Hohlräumen der Fibril-
len und zwischen Kollagen-Molekülen (Weiner und Wagner, 1998). Es wird angenommen,
dass Lipide auch beim Prozess der Mineralisiation von Bedeutung sind, in dem sie Calcium-
Ionen binden und mit Calciumphosphaten Komplexe bilden (Safadi et al., 2009).
1.1.3 Zellen des Knochens
Im Gewebe des Knochens gibt es drei spezifische Zelltypen: Osteoblasten, Osteozyten und
Osteoklasten (Abbildung 3). Knochenzellen machen ca. 10% des Knochenvolumens aus
(Hadjidakis und Androulakis, 2006; Buck und Dumanian, 2012; Fernandez-Yague et al.,
2014). Für die Knochenbildung und die Mineralisation sind vorrangig die Osteoblasten ver-
antwortlich, während die Osteoklasten Knochen resorbieren. Die Knochendichte im erwach-
senen Menschen wird lokal durch die Balance zwischen der osteoklastären Resorption und
der osteoblastären Knochenneubildung bestimmt. Kommt es zu einer Störung des Gleich-
gewichtes, bei dem mehr Knochen abgebaut wird (u.a. durch fehlende mechanische Belas-
tung, Vitamin D und Calcium-Mangel oder im Rahmen der Hormonumstellung in der Meno-
pause bei Frauen), führt dies zur Osteoporose des Knochengewebes (Harada und Rodan,
2003; Delaney, 2006).
Beim Knochenumbauprozess kooperieren Osteoklasten und Osteoblasten eng miteinander.
Die Komunikation zwischen diesen Zellen und auch den Osteozyten ist sehr wichtig für die
Aufrechterhaltung der Balance zwischen Knochenabbau und Knochenaufbau im gesunden
Knochen. Osteoblasten exprimieren den Liganden RANKL, welcher mit dem Transmemb-
ranprotein RANK, einem Rezeptor auf Osteoklasten-Vorläuferzellen, interagiert und zur Rei-
fung, Differenzierung und Aktivierung von Osteoklasten führt. Danach beginnt der Prozess
der Resorption. Durch Osteoprotegerin, hauptsächlich sezerniert durch Osteoblasten, wird
der Effekt von RANKL blockiert und die Differenzierung und Aktivierung von Osteoklasten
inhibiert (Hadjidakis und Androulakis, 2006; Caetano-Lopes et al., 2009). Kommt es zu einer
Störung der Zellkommunikation und damit der Balance zwischen Knochenabbau und Aufbau
führt dies zu pathologischen Situationen, wie z.B. Osteoporose (Hadjidakis und Androulakis,
2006).
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Abbildung 3: Schematische Abbildung der am Knochenmetabolismus beteiligten Osteoblasten,
Osteoklasten und Osteozyten (verändert nach Hall und Guyton, 2011)
Osteoblasten
Osteoblasten sind spezialisierte Zellen, die organische Knochenmatrix synthetisieren und
sezernieren und den Prozess der Mineralisation steuern. Sie differenzieren sich aus mesen-
chymalen Stammzellen (MSC). Es können vier grundlegende Reifestadien bei der osteo-
blastären Differenzierung unterschieden werden: Osteoprogenitorzellen, Osteoblasten, ru-
hende Knochenzellen (bone lining cells) und Osteozyten (Mackie, 2003; Meyer und Wies-
mann, 2006). Bei entsprechender Stimulation werden zuerst Osteoprogenitorzellen gebildet,
welche noch proliferative Fähigkeiten haben (Safadi et al., 2009). Sie bleiben so lange undif-
ferenziert, bis sie von Signalen aktiviert werden, um an die Stelle der Knochenneubildung zu
migrieren, zu proliferieren und sich letztendlich zu Osteoblasten zu differenzieren (Buck und
Dumanian, 2012). Osteoprogenitorzellen liegen in Haversschen Kanälen, dem Endosteum
(dünne Bindegewebsschicht, welches den inneren kompakten Knochen und den trabekulä-
ren Knochen überzieht), den inneren Schichten des Periosteums und im Knochenmark vor
(Meyer und Wiesmann, 2006; Safadi et al., 2009; Buck und Dumanian, 2012).
Osteoblasten haben eine kubische Form und befinden sich meist dicht gepackt auf der Ober-
fläche des trabekulären oder kortikalen Knochens, bei welchem Knochengewebe aktiv gebil-
det oder umgebaut wird oder beim Heilungsprozess von Frakturen (Franz-Odendaal et al.,
2006; Hadjidakis und Androulakis, 2006; Safadi et al., 2009). Die Knochenbildung kann in
drei aufeinanderfolgende Phasen gegliedert werden: die Produktion, Reifung und Mineralisa-
tion osteoider Matrix (Hadjidakis und Androulakis, 2006). Die Aktivität von Osteoblasten ist
durch die enzymatische Aktivität der alkalischen Phosphatase gekennzeichnet, einem frühen
Marker der osteogenen Differenzierung. Neben der Produktion von Kollagen Typ I und
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Proteoglykanen werden auch weitere nicht-kollagene Proteine (Osteocalcin, Osteopontin,
bone sialoprotein und Osteonektin), aber auch Zytokine (Interleukin-6 und -11) und Wachs-
tumsfaktoren (TGF-ß, BMP‘s, PDGF‘s, IGF’s) sezerniert (Mackie, 2003; Hadjidakis und
Androulakis, 2006; Meyer und Wiesmann, 2006; Hofmann et al., 2009).
Nach Abschluss der Knochenbildung gibt es drei mögliche Wege für die Osteoblasten: bone
lining cells zu werden, sich zu Zellen der Osteoprogenitorlinie zurück zu entwickeln oder Os-
teozyten zu werden (Hadjidakis und Androulakis, 2006)). Bone lining cells sind im Gegensatz
zu den Osteoblasten metabolisch inaktiver und befinden sich als flache, dünne und gestreck-
te Zellen auf Knochenoberflächen, bei denen kein Umbau stattfindet (Meyer und Wiesmann,
2006). Wenn sich Osteoblasten gegen Ende der Matrix-produzierenden Periode im Kno-
chengewebe einschließen, differenzieren sie zu Osteozyten (Mackie, 2003; Hadjidakis und
Androulakis, 2006).
Osteozyten
Osteozyten sind die am zahlreichsten auftretenden Zellen im Knochen. Es wird angenom-
men, dass sie bis zu 10-mal häufiger im erwachsenen menschlichen Knochen vorkommen
als Osteoblasten und 90-95% der Knochenzellpopulation ausmachen. Sie sind umgeben von
organischer Matrix und existieren innerhalb von Vakuolen, auch lat. lacuna genannt (Meyer
und Wiesmann, 2006; Bellido, 2014; Schaffler et al., 2014). Osteozyten verlieren eine Viel-
zahl osteoblastärer Merkmale, prägen gleichzeitig aber, im eingeschlossenen Zustand, spe-
zifische neue morphologische Merkmale aus. Reife Osteozyten haben eine sternförmige
oder verzweigte Struktur. Durch die Ausbildung von zytoplasmatischen Fortsätzen (canalicu-
li), welche den Knochen durchziehen, kommen sie in Kontakt mit umliegenden Osteozyten,
was ihnen eine direkte Zell-Zellkommunikation erlaubt (Bellido, 2014; Compton und Lee,
2014; Schaffler et al., 2014). Es wird angenommen, dass die Ausbildung eines Netzwerkes
aus Osteozyten auch eine wesentliche Rolle in der Zellkommunikation zwischen Osteoblas-
ten und Osteoklasten spielt, um die funktionelle Anpassung des Knochens, ausgehend von
externer Stimulation, zu beeinflussen (Rho et al., 1998; Meyer und Wiesmann, 2006; Bellido,
2014; Schaffler et al., 2014). Dabei wird die Knochenneubildung (Osteoblasten) durch die
Sezernierung des Proteins Sklerostin von Osteozyten gesteuert, während die Expression
von RANKL und OPG die Knochenresoprtion (Osteoklasten) reguliert (Bellido, 2014; Comp-
ton und Lee, 2014). Ihre Funktionen sind neben der Erhaltung der Knochenmatrix, der Funk-
tion als mechanosensitive Zellen und der Beteiligung an der Aufrechterhaltung der Calcium-
homöostase, auch die direkte Resorption von Knochen durch das Parathormon (PTH) (Mey-
er und Wiesmann, 2006; Bellido, 2014; Schaffler et al., 2014).
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Osteoklasten
Osteoklasten sind große mehrkernige Zellen, gewöhnlich mit 3 bis 25 Zellkernen und einem
Durchmesser von bis zu 100 µm. Im Gegensatz zu Osteoblasten und Osteozyten reifen Os-
teoklasten aus hämatopoetischen Stammzellen (HSC) und gehören zur Familie der Monozy-
ten/Makrophagen. Osteoklasten befinden sich meistens in Kontakt mit der calzifizierten Kno-
chenoberfläche (Mackie, 2003; Hadjidakis und Androulakis, 2006; Charles und Aliprantis,
2014). Sie haben die Fähigkeit Mineral zu lösen und die organische Matrix abzubauen.
Nachdem ein Osteoklast auf der Knochenoberfläche, durch die Bindung von Integrinen an
spezifische Aminosäuresequenzen von Proteinen auf der Oberfläche adhäriert, bildet sich
unter der Zelle eine Anheftungszone aus. Dabei verbindet sich die Plasmamembran der Zel-
le mit der Oberfläche und dichtet die Resorptionstelle ab. Der Knochen wird von Osteoklas-
ten durch Ansäuerung und Proteolyse der Knochenmatrix in einer flachen Vertiefung (Re-
sorptionslakune) resorbiert (Hadjidakis und Androulakis, 2006; Charles und Aliprantis, 2014).
Es gibt viele bekannte Faktoren und Zytokine, welche die Osteoklastenbildung und –aktivität
regulieren, einschließlich der Rezeptoraktivatoren des NF-κB-Liganden, Osteoprotegerin, 
Interleukin-1, Interleukin-6, dem Makrophagen-Koloniestimulierendem Faktor, Parathormon,
1,25-Dihydroxyvitamin D und Calcitonin (Mackie, 2003; Hadjidakis und Androulakis, 2006;
Safadi et al., 2009; Charles und Aliprantis, 2014).
1.2 Knochenregeneration
Knochengewebe ist ein dynamisches Gewebe, welches kontinuierlich umgebaut wird. Dieser
Umbauprozess involviert die Resorption von vorhandenem Knochen und die anschließende
Bildung von neuem Knochengewebe. Dadurch besitzt es in hohem Maße die Fähigkeit sich
selbst zu regenerieren; bei der Heilung von Frakturen oder dem kontinuierlichen Umbau zur
Sicherung der Qualität des Knochens (Hadjidakis und Androulakis, 2006; Meyer und Wies-
mann, 2006; Safadi et al., 2009; Dimitriou et al., 2011; Buck und Dumanian, 2012). Es wird
angenommen, dass der Umbau von Knochengewebe in „gebündelten Einheiten“ verstreut im
ganzen Skelettsystem stattfindet, wobei der Umbau einer „Einheit“ eine Zeit von 3-4 Monaten
in Anspruch nimmt. Jährlich werden dabei ca. 25% des trabekulären Knochens und 2-3%
des kompakten Knochens umgebaut (Safadi et al., 2009; Buck und Dumanian, 2012).
Bei der physiologischen Frakturheilung wird das verletzte Knochengewebe mit den ursprüng-
lichen mechanischen und physikalischen Eigenschaften und ohne die Bildung von Narben-
gewebe wiederhergestellt. Der Heilungsprozess erfolgt dabei in drei sich überlappenden
Phasen: 1) einer frühen Entzündungsphase, 2) der Reparaturphase und 3) der späten Um-
bauphase (siehe Abbildung 4). Bei der Entzündungsphase (1) kommt es zur Bildung eines
Hämatoms aufgrund der Zerstörung von Blutgefäßen innerhalb der Fraktur. Bei einer Ent-
zündungsreaktion wird vaskularisiertes Granulationsgewebe hauptsächlich durch
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Angioblasten, Fibroblasten und Makrophagen gebildet. Während der anschließenden Repa-
raturphase (2) bildet sich ein weicher Kallus (v.a. Knorpel) aus vaskularisiertem Granulati-
onsgewebe, der langsam mineralisiert und zu einem harten Kallus wird. Fibroblasten bilden
eine extrazelluläre Matrix in dem weichen Kallus, welche das Einwachsen von neuen Blutge-
fäßen unterstützt. Mit fortschreitender Vaskularisierung wird eine Kollagenmatrix sezerniert,
während neues weiches Knochengewebe (Osteoid) gebildet und mineralisiert wird. Die Frak-
turheilung wird durch die anschließende Umbauphase (3) abgeschlossen, bei der das gebil-
dete Gewebe durch Knochengewebe mit spezifischer Form, Struktur und mechanischer
Stärke ersetzt wird (Kalfas, 2001; Carano und Filvaroff, 2003).
Abbildung 4: Phasen der Frakturheilung von Knochengewebe (verändert nach Carano und Fil-
varoff, 2003)
Trotz der Regenerationsfähigkeit des Knochens gibt es häufig Fälle von Frakturen (z.B. 13%
der Frakturen im Bereich des Schienbeins), bei der die Regeneration des Knochens beein-
trächtigt ist und die Selbstheilungskräfte des Knochens nicht ausreichen. Bei Defekten, wel-
che eine kritische Größe überschreiten (verursacht durch Trauma, Tumorresektionen oder
Infektionen), im systemisch erkrankten Knochen (z.B. bei Osteoporose oder Diabetes) oder
bei vorbestrahltem Knochengewebe wird bei einer Knochenrekonstruktion eine große Menge
an neuem Knochengewebe benötigt (Clokie et al., 2002; Mastrogiacomo et al., 2005; Dimitri-
ou et al., 2011; Miron und Zhang, 2012). Der „Gold-Standard“ um solche Defekte zu thera-
pieren, ist die Transplantation von autologem Knochen. Hierbei wird Knochengewebe vom
Patienten selbst entnommen und danach in den Defekt eingesetzt (Schmidt-Rohlfing et al.,
2009; Dimitriou et al., 2011; Fernandez-Yague et al., 2014). Das regenerative Potential von
Knochentransplantaten ist durch drei Mechanismen bestimmt: 1. Auffüllung mit einer osteo-
konduktiven Matrix, welche Gefäßeinsprossung und Einwachsen von Zellen begünstigen, 2.
Einbringen von osteoinduktiven Faktoren, welche mesenchymale Stammzellen stimulieren,
sich zu reifen, knochenbildenden Zellen zu differenzieren und 3. Einbringen von osteogenen
Zellen, welche imstande sind, neue Knochenmatrix zu bilden (Miron und Zhang, 2012). Dem
entsprechend ist der „Gold-Standard“ gekennzeichnet durch die optimale Kombination von
Osteokonduktion (Eigenschaft eines Materials, eine Matrix für die Knochenneubildung zu
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liefern) und Osteoinduktion (Fähigkeit, Knochenneubildung anzuregen) durch die Anwen-
dung von körpereigenem (autologem) Knochengewebe (Orban et al., 2002; Mastrogiacomo
et al., 2005; Dimitriou et al., 2011; Miron und Zhang, 2012). Allerdings sind mit dieser Varian-
te auch entscheidende Nachteile, wie die limitierte Verfügbarkeit und zusätzliche Entnahme
von gesundem körpereigenem Knochen notwendig, welches das Infektionsriskio und auch
die Kosten steigert, verbunden (Orban et al., 2002; Miron und Zhang, 2012). Knochen von
einem anderen Individuum gleicher Spezies (allogen) ist die am meisten genutzte Alternative
zum autologen Knochentransplantat. Aber auch hier gibt es Einschränkungen, wie das Risi-
ko von Krankheiten, die durch Blut übertragen werden können und die strikte Gesetzesrege-
lung bezüglich der Anwendung und Lagerung von humanen Gewebe (Clokie et al., 2002;
Mastrogiacomo et al., 2005). Aber auch prozessierte Transplantate von anderen Spezies
(Xenografts) wurden erfolgreich verwendet.
Als Alternative zum natürlichen Knochengewebe kommen immer häufiger Knochenersatzma-
terialien (körperfremdes Material (Alloplast)) aus resorbierbaren oder nicht resorbierbaren
Materialgruppen, wie Keramiken, Polymeren oder Metallen, zur Anwendung (Orban et al.,
2002; Miron und Zhang, 2012; Oryan et al., 2014; Tevlin et al., 2014). Viele der zurzeit ver-
fügbaren Knochenersatzmaterialien basieren auf keramischen Materialien, wozu Calcium-
phosphate, Calciumsulfate und bioaktive Gläser (alleine oder in Kombination) zählen. Sehr
häufig werden Calciumphosphate verwendet, da der anorganische Bestandteil des Kno-
chens aus Hydroxylapatit besteht und sie durch die chemisch ähnliche Zusammensetzung
osteokonduktiv sind. Des Weiteren können sie eine poröse Struktur haben und sind biokom-
patibel und biodegradabel (Eppley et al., 2005; Kneser et al., 2006; Laurencin et al., 2006;
Oryan et al., 2014). Neben den Keramiken gibt es z.B. Knochenersatzmaterialien auf Poly-
merbasis. Diese resorbierbaren Polymere, basierend auf α-Hydroxysäuren, werden im 
menschlichen Körper durch Hydrolyse abgebaut und metabolisch in Wasser und Kohlen-
stoffdioxid umgewandelt. Aber auch abbaubare Polymere aus Polymilchsäuren (PLA) kom-
men zur Anwendung. Sie sind mechanisch elastischer und nicht so spröde wie Keramiken
und können in ihrer Architektur der Struktur des Knochens angepasst werden (Eppley et al.,
2005; Laurencin et al., 2006; Tevlin et al., 2014). Metalle, wie Titan oder Edelstahl, werden
aufgrund ihrer mechanischen Eigenschaften (Stabilität, Biegsamkeit) häufig bei klinischen
Anwendungen verwendet, obwohl eine Integration ins Knochengewebe bei den meisten Me-
tallen fehlt (Tevlin et al., 2014). Ein großer Nachteil der genannten Knochenersatzmaterialien
ist der Mangel an osteogenem Potential, welches die Regenerationskapazität stark ein-
schränkt (Laurencin et al., 2006). Der Ansatz des Tissue Engineering bietet daher eine alter-
native Lösung für die Heilung größerer Knochendefekte (Orban et al., 2002).
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1.3 Tissue Engineering des Knochens
1.3.1 Der klassische Tissue Engineering-Ansatz
Das relativ junge Forschungsgebiet des Tissue Engineering, entstanden im Zusammenhang
mit den ersten erfolgreich gezüchteten Hautimplantaten Ende der 1970iger Jahre, wird durch
seine Ziele definiert: die Heilung einer Verletzung, die Erhaltung, Regeneration oder Verbes-
serung von Gewebefunktionen oder sogar den Ersatz eines geschädigten Gewebes. Tissue
Engineering ist ein interdisziplinäres Gebiet, welches die Prinzipien der Lebenswissenschaf-
ten, der Medizin und der Ingenieurwissenschaften zusammenbringt und drei wesentliche
Bestandteile – Zellen, Trägermaterial und Signalmoleküle – vereint (Langer, 1993; Orban et
al., 2002; Patel et al., 2002; Levenberg und Langer, 2004; Hench, 2005; Meyer et al., 2009;
Berthiaume et al., 2011). Beim Knochen-Tissue Engineering werden dem Patienten übli-
cherweise mesenchymale Stammzellen, z.B. aus dem Beckenkamm, entnommen und zu-
nächst unter Zellkulturbedingungen vermehrt. Anschließend wird das Trägermaterial (Scaf-
fold) mit den Zellen besiedelt und kultiviert (Porter et al., 2009). Hierbei können die Zellen
durch die Anwendung von Bioreaktoren physikalisch stimuliert werden (Patel et al., 2002;
Schmidt-Rohlfing et al., 2009). Zusätzlich können Faktoren (im Medium gelöst oder am Trä-
germatieral gebunden) eingesetzt werden, die das Wachstum und die Differenzierung der
Zellen steuern, so dass die Zellen eine Knochen-spezifische extrazelluläre Matrix bilden. Im
finalen Schritt wird das Tissue Engineering-Konstrukt in den Knochendefekt implantiert. Dort
erfolgt der sukzessive Umbau in natürliches Knochengewebe bei gleichzeitigem Abbau des
Scaffoldmaterials (siehe Abbildung 5) (Porter et al., 2009).
Abbildung 5: Schema des Knochen-Tissue Engineering (verändert nach Stevens, 2005)
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Artifizielles Knochengewebe sollte demnach aus einer extrazelluläre Matrix (das so genannte
Scaffold) bestehen, Zellen welche zu Osteoblasten differenzieren, und Faktoren (Adhä-
sions-, Proliferations-, Differenzierungs- und Migrationsfaktoren), die Mitogenese und Diffe-
renzierung von Zellen unterstützen (Orban et al., 2002; Mastrogiacomo et al., 2005; Miron
und Zhang, 2012).
Scaffold
Die Scaffolds müssen für den Einsatz im Knochen eine Fülle von Bedingungen erfüllen, um
eine optimale Regeneration des geschädigten Gewebes zu erzielen. Am wichtigsten ist hier-
bei die Biokompatibilität des Materials, so dass keine bzw. nur eine minimale Entzündungs-
reaktion hervorgerufen wird. Des Weiteren sollten Scaffolds eine adequate mechanische
Stabilität aufweisen, wobei aber nur wenige Materialien (wie Metalle) mit den mechanischen
Eigenschaften des Knochens (z.B. hohe Festigkeit) korrelieren. Das Scaffold sollte bioresor-
bierbar sein in dem Maße, dass die Abbaurate (hydrolytisch oder enzymatisch) der Regene-
rationsrate des Gewebes entspricht (Porter et al., 2009; Sundelacruz und Kaplan, 2009; Tev-
lin et al., 2014). Ein weiterer wichtiger Punkt ist die Porengröße, welche laut Literatur zwi-
schen 50 und 500 µm (50-150 µm (Jones et al., 2009; Sundelacruz und Kaplan, 2009), 100-
300 µm (Schliephake et al., 1991; Jones und Hench, 2003; Harley et al., 2009), bzw. 100-
500 µm (Hutmacher, 2001; Eppley et al., 2005)) liegen sollte. Zusätzlich ist eine interkonnek-
tierende Porosität der Scaffolds von großem Vorteil. In vitro begünstigt eine hohe Porosität
die Zellproliferation als auch die Versorgung mit Nährstoffen und Sauerstoff, in vivo fördert
sie das Einwachsen von Blutgefäßen und Einwandern von Knochen- und deren Vorläuferzel-
len (Sundelacruz und Kaplan, 2009). Idealerweise dient das Scaffold auch als Trägermaterial
für Faktoren (Wachstumsfaktoren, Zytokine oder chemoattraktive Faktoren), dabei sind die
chemische Zusammensetzung, Oberflächenchemie (elektrochemisches Potential der Ober-
fläche) und Kristallinität des Materials Schlüsselfaktoren für eine effektive Beladung und
zweckmäßige Freisetzungskinetik. Andere Faktoren, die für die klinische Anwendung von
Bedeutung sind, sind die Herstellungsdauer, Kosten, Haltbarkeit und die Handhabung bei
der Implantation (Hutmacher, 2000; Orban et al., 2002; Mao, 2008, Grayson et al., 2009;
Meyer et al., 2009).
Für das Knochen-Tissue Engineering befinden sich Biomaterialien verschiedener Klassen
als Scaffoldmaterial in der Entwicklung und teilweise schon in der klinischen Anwendung. In
der nachfolgenden Tabelle sind die unterschiedlichen Materialklassen, Vor- und Nachteile im
Tissue Engineering und Materialbeispiele dargestellt.
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Tabelle 1: Materialklassen für das Knochen-Tissue Engineering und ihre Vor- und Nachteile (Orban et
al., 2002; Meyer und Wiesmann, 2006; Meyer et al., 2009; Porter et al., 2009; Berthiaume et al., 2011;
Fernandez-Yague et al., 2014; Tevlin et al., 2014)
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Scaffolds für das Knochen-Tissue Engineering können mit einer Reihe von verschiedenen
Methoden hergestellt werden. Beim Gefriertrocknungsprozess beispielsweise werden poröse
Scaffolds erzeugt, indem (Bio-)Polymere mit Wasser gemischt werden, um eine Suspension
zu bilden, die anschließend eingefroren und dann gefriergetrocknet wird. Das Verfahren des
Gas foaming nutzt Gase als Porogen, um einen porösen Scaffold herzustellen. Unter An-
wendung von Rapid-prototyping-Methoden werden rechnerunterstützt 3D-Konstruktionen
entwickelt und aus Polymeren u.a. gedruckt (Schmidt-Rohlfing et al., 2009; Berthiaume et al.,
2011).
Zellen
Für das Tissue Engineering werden meist Vorläuferzellen oder Stammzellen verwendet, wel-
che sich zu gewebespezifischen Zellen (wie z.B. Osteoblasten oder Chondroyzten) differen-
zieren lassen. Nach der Herkunft werden embryonale und adulte Stammzellen unterschie-
den. Embryonale Stammzellen werden aus Blastozysten gewonnen und sind pluripotent,
was bedeutet, dass sie sich in Zellen des Meso-, Endo- und Ektoderms differenzieren kön-
nen. Allerdings werden vorwiegend adulte Stammzellen für therapeutische Anwendungen
genutzt, da bei der Verwendung von embryonalen Stammzellen entscheidende Limitationen,
wie ethische Bedenken, begrenzte Verfügbarkeit und teilweise schwierige Kontrolle bei der
Differenzierung bestehen. Adulte Stammzellen (z.B. hämatopoetische und mesenchymale
Stammzellen) befinden sich in ausdifferenziertem Gewebe und können aus dem Blut, Kno-
chenmark oder Fettgewebe isoliert werden (Wissink et al., 2001; Orban et al., 2002; Mao,
2008; Schmidt-Rohlfing et al., 2009). Sie werden als undifferenzierte Zellen definiert, welche
die Fähigkeit haben, sich zu reproduzieren (Laschober et al., 2011) und in bestimmte gewe-
bespezifische Zellen zu differenzieren (Orban et al., 2002; Mao, 2008; Sundelacruz und Ka-
plan, 2009). MSC, auch Knochenmark-Stromazellen, mesenchymale Stammzellen oder
mesenchymale Stromazellen genannt, sind multipotente Zellen mesodermalen Ursprungs
und werden häufig in der Forschung im Bereich des Knochen-Tissue Engineering eingesetzt
(Keating, 2006; Giordano et al., 2007; Gelinsky et al., 2011, Tevlin et al., 2014). Sie haben
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das Potential, sich neben Osteoblasten auch in andere Zelltypen wie Adipozyten, Chond-
roblasten, Fibroblasten und Muskelzellen zu differenzieren (Keating, 2006; Meyer und
Wiesmann, 2006; Giordano et al., 2007; Safadi et al., 2009; Gelinsky et al., 2011). Allerdings
ist die Anzahl isolierbarer Stammzellen aus den jeweiligen Geweben relativ gering und das
Differenzierungspotential ist stark Alters- und Patienten-abhängig. Für die Kultivierung dieser
Zellen, um eine notwendige Zellzahl für die Regeneration von Knochendefekten zu errei-
chen, kommt deshalb ein hoher Kosten-, Zeit- und Risikofaktor zustande (Levenberg und
Langer, 2004; Mao, 2008; Tevlin et al., 2014).
Wachstumsfaktoren und Chemokine
Eine wichtige Strategie, um eine schnellere Defektheilung durch Stimulation der Zell-
Differenzierung zu erzielen, ist neben dem richtigen Scaffoldmaterial und der Vorkultivierung
mit Zellen auch der Einsatz von Signalmolekülen, welche zelluläre Funktionen (Adhäsion,
Proliferation, Differenzierung und Bildung einer extrazellulären Matrix, sowie Migration) durch
das Binden an spezifische Rezeptoren in der Zellmembran aktivieren (Blitterswijk, 2008;
Mao, 2008; Meyer et al., 2009). Durch den Einsatz von verschiedenen Wachstumsfaktoren
können gezielt eine oder mehrere Funktionen der Zellen angeregt und gefördert werden.
Eine wichtige Rolle bei der Regeneration von Knochengewebe haben Faktoren der TGF-ß-
Familie, wie bone morphogenic proteins (BMP-2 und BMP-7) und die transforming growth
factors (TGF-ß 1-3), sowie der fibroblast growth factor (FGF), insulin-like growth factor (IGF)
und platelet-derived growth factor (PDGF), welche Knochenbildung induzieren können (Blit-
terswijk, 2008; Mao, 2008; Meyer et al., 2009; Oryan et al., 2014). In vielen klinischen Stu-
dien konnte besonders die Wirksamkeit von BMP-2 (Fu et al., 2008; He et al., 2013; Kuhn et
al., 2013; Sun et al., 2013) und BMP-7 (Lu et al., 2009; Barr et al., 2010; Sun et al., 2012;
Lee et al., 2013) bei der Frakturheilung und Knochenneubildung nachgewiesen werden. Die
Zellen können durch die zusätzliche Verwendung von Chemokinen aus dem umliegenden
Knochengewebe in Richtung des Implantatmaterials angelockt werden. Hierbei haben u.a.
die Faktoren SDF-1α, PDGF und verschiedene BMP’s eine chemoattraktive Wirkung auf 
hMSC (Fiedler et al., 2002; Mishima und Lotz, 2008; Otsuru et al., 2008; Thieme et al.,
2009).
Limitationen des Knochen-Tissue Engineerings
Ein gravierender Nachteil des Tissue Engineerings bzw. der dazu notwendigen Kultivierung
von Zellen auf großen Trägermaterialien in vitro bzw. nach der Implantation in Knochenge-
webe in vivo ist das Fehlen eines Netzwerkes aus Mikrokapillaren. Dadurch kommt es zu
einer Limitation der Versorgung der Zellen mit Sauerstoff und Nährstoffen. Bei Scaffoldmate-
rialien mit mehreren Millimetern in Breite und Höhe ist es äußert schwierig, Zellen im Inneren
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am Leben zu erhalten. In vitro kann dieses Problem durch den Einsatz von Perfusionsbiore-
aktoren umgangen werden, aber in vivo reicht die Fähigkeit des Körpers zur Vaskularisie-
rung in der ersten Phase nach der Implantation nicht aus, um das Scaffold ausreichend
schnell zu vaskularisieren. Das Einwachsen von Blutgefäßen in ein Scaffold verläuft mit einer
relativ langsamen Geschwindigkeit von <1 mm/Tag (Santos und Reis, 2010). Die Versorgung
mit wichtigen Nährstoffen und Sauerstoff sowie der Abtransport von Abfallprodukten mittels
Diffusion ist auf eine Entfernung von 100-200 µm limitiert, so dass es in tieferen Regionen
des Scaffolds zu hypoxischen Bedingungen und zum Mangel an Nährstoffen kommt,
wodurch Zellen bereits nach Stunden bis hin zu wenigen Tagen absterben (Hutmacher,
2000; Patel et al., 2002; Kanczler und Oreffo, 2008; Rivron et al., 2008; Grayson et al., 2009;
Kaully et al., 2009; Santos und Reis, 2010; Berthiaume et al., 2011). Für die Heilung von-
Knochengewebe, besonders bei großen Defekten, ist das schnelle Einwachsen von Blutge-
fäßen in das Scaffold daher essentiell (Meyer und Wiesmann, 2006).
1.3.2 Angiogenese und angiogene Wachstumsfaktoren
Um die Vaskularisierung und damit die Versorgung der Zellen mit Sauerstoff und Nährstoffen
zu gewährleisten, werden Trägermaterialien im Tissue Engineering entweder in vitro prävas-
kularisiert (Fidkowski et al., 2005; Borenstein et al., 2007) oder mit angiogenen Faktoren be-
laden (Kaully et al., 2009; Santos und Reis, 2010), welche im Körper den Vorgang der Angi-
ogenese stimulieren (Orban et al., 2002; Kanczler und Oreffo, 2008; Rivron et al., 2008; Ber-
thiaume et al., 2011). Zu den Angiogenese-stimulierenden Faktoren zählen u.a. Angiogenin,
Angiopoietin-1 und 2, BMP-9, BMP-10, E-Cadherin, FGF, Granulocyte colony-stimulating
factor (G-CSF), Interleukin-8, PDGF, Pleiotrophin, Proliferin, TGF-α, TGF-ß und VEGF 
(Pardue et al., 2008; Rusnati und Presta, 2014; Stegen et al., 2014).
Die Aussprossung von Blutgefäßen aus bereits vorhandenen wird als Angiogenese bezeich-
net (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Roy et al., 2006; Zieris et al., 2011). Der Prozess der
Angiogenese (siehe Abbildung 6) wird durch eine Vielzahl von Faktoren (wie VEGF, bFGF,
PDGF, TGF-ß) eingeleitet und kontrolliert und lässt sich durch den Ablauf mehrerer aufei-
nanderfolgender Schritte beschreiben. Zuerst werden die Endothelzellen durch verschiedene
Faktoren (wie dem Hypoxia-Inducible Factor-1α (HIF-1α)) (Pardue et al., 2008) aktiviert und 
beginnen, durch die Absonderung von Proteasen, die umliegende extrazelluläre Matrix des
Blutgefäßes zu degradieren. Bei der Degradation werden lösliche Faktoren freigesetzt, die
wiederum eine Migration der Endothelzellen in die Zellzwischenräume bewirken, wo sie
proliferieren. Danach formt sich durch Zusammenlagerung von Endothelzellen die tubuläre
Vorläuferstruktur eines Kapillargefäßes, wobei die Proliferation der Endothelzellen gestoppt
wird und die neu synthetisierte Struktur durch Zell-Zell- und Zell-Matrix-Interaktionen stabili-
siert wird. Glatte Muskelzellen und Perizyten umschließen die Kapillaren und stabilisieren so
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die neu geformten Blutgefäße. Anschließend beginnt die Durchblutung des neu geformten
Kapillargefäßes (Breier, 2000; Lee et al., 2007; Pardue et al., 2008).
Abbildung 6: Prozess der Angiogenese (verändert nach Lee et al., 2007)
1.3.3 VEGF als Schlüsselfaktor der Angiogenese
Wie zuvor erwähnt, ist eine Versorgung von vorbesiedelten Scaffoldmaterialien durch Blutge-
fäße nach Implantation im Bereich des Knochens essentiell. Neben dem Prozess der Angio-
genese ist die Chemoattraktion von Zellen (Kneser et al., 2006; Chen et al., 2011; Vanden
Berg-Foels, 2014) aus dem umliegenden Gewebe in das Scaffold ein weiterer wichtiger
Punkt zur Unterstützung der Defektregeneration. Im Folgenden wird der vaskuläre Endothel-
zellwachstumsfaktor (VEGF) näher beschrieben, welcher neben seiner Schlüsselrolle bei der
Angiogenese auch chemoattraktiv auf verschiedene andere Zelltypen wirkt.
VEGF-Familie
Die VEGF-Familie setzt sich aus sieben Mitgliedern zusammen: VEGF-A, -B, -C, -D, -E und
–F sowie dem plazentalen Wachstumsfaktor (PIGF). Sie besitzen ein gemeinsames Amino-
säuresequenzmotiv aus 8 charakteristisch angeordneten Cysteinresten in einem hoch-
homologen Bereich der VEGF-Sequenz. Jede Form hat verschiedene biochemische und
funktionelle Eigenschaften (z.B. Induktion der Angiogenese (VEGF-A), angiogenes Potential
bei Entzündungsreaktionen (VEGF-B) oder bei der Lymphangiogenese (VEGF-C und D))
und wirken durch spezifische Tyrosin-Kinaserezeptoren (VEGFR-1, -2 und -3) (Roy et al.,
2006). Bei dem Wachstumsfaktor VEGF-A gibt es mindestens 6 verschiedene Isoformen,
welche durch alternatives mRNA-Spleißen entstehen und sich durch die unterschiedliche
Anzahl an Aminosäureresten (121, 145, 165, 183, 189 und 206) unterscheiden (Klagsbrun
und D’Amore, 1996; Ferrara, 1999; Roy et al., 2006; Lee et al., 2007; Vanden Berg-Foels,
2014).
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Funktion von VEGF-A
VEGF-A ist ein wichtiger Schlüsselfaktor in der Angiogenese, der die Proliferation, Migration,
Aussprossung von Endothelzellen und Tubebildung stimuliert. Neben starker angiogener
Effekte induziert VEGF-A die Aktivierung von hämatopoetischen Stammzellen im Knochen-
mark und die Migration von Monozyten (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Breier, 2000; Roy et
al., 2006; Lee et al., 2007; Shen et al., 2008; Clarkin und Gerstenfeld, 2013; Vanden Berg-
Foels, 2014).
Es besteht außerdem ein enger Zusammenhang zwischen der Vaskularisierung von Kno-
chengewebe und der Knochenbildung, bei dem VEGF eine große Bedeutung hat. Hierbei
wird durch die Erhöhung der Genexpression von HIF-1α und VEGF in Osteoblasten speziell 
die Knochenbildung und Angiogenese gefördert (Wang et al., 2007; Clarkin und Gerstenfeld,
2013). In einer in vitro Studie von Fiedler et al. konnte nachgewiesen werden, dass VEGF
eine chemoattraktive Wirkung auf primäre humane Osteoblasten hat, welches die Annahme
zulässt, dass es eventuell in die lokale Rekrutierung von Knochenzellen involviert ist (Fiedler
et al., 2005). Zusätzlich zu den erwähnten Effekten auf verschiedene Zelltypen induziert
VEGF indirekt (Filvaroff, 2003), durch stimulierte Endothelzellen, und direkt (Midy und
Plouët, 1994; Mayr-Wohlfart et al., 2002) die Proliferation und Differenzierung von Osteo-
blasten.
VEGF wird von vielen verschiedenen Zelltypen produziert wie Makrophagen, T-Zellen, glatte
Muskelzellen, Nierenzellen, Keratinozyten, Osteoblasten, aber auch von den meisten Tu-
morzellen (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Vanden Berg-Foels, 2014). Die Genexpression
von VEGF wird, in vivo als auch in vitro, durch die lokalen Sauerstoffkonzentrationen regu-
liert. So induzieren hypoxische Bedingungen über den Transkriptionsfaktor HIF-1α (Pardue 
et al., 2008; Clarkin und Gerstenfeld, 2013)) die VEGF-Produktion im Knochen und in ande-
ren Geweben (Ferrara, 1999; Breier, 2000; Roy et al., 2006; Clarkin und Gerstenfeld, 2013).
VEGF-A165
In der Arbeit wurde die häufigste und wichtigste Isoform des Wachstumsfaktors, VEGF-A165,
verwendet, um Proliferations-stimulierende und chemoattraktive Effekte auf Endothelzellen
auszulösen. VEGF-A165 (im Folgenden kurz VEGF genannt) ist ein basisches, an Heparin
bindendes, homodimerisches Glykoprotein mit einer Größe von ca. 45 kDa. VEGF-A165 weist
eine optimale Bioaktivität und –verfügbarkeit innerhalb der VEGF-Familie auf. Durch die Bin-
dung an Heparin wird die Struktur stabilisiert und die Bioaktivität erhöht. Im menschlichen
Körper ist es besser verfügbar als andere VEGF-Formen (u.a. VEGF189 und VEGF206), da es
löslich und diffusionsfähig ist (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Ferrara, 1999; Fiedler et al.,
2005; Roy et al., 2006; Lee et al., 2007; Vanden Berg-Foels, 2014).
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Konzentrationsabhängige Wirkung
VEGF-A ist auch der Hauptvermittler der Angiogenese in einer Vielzahl von Tumoren. Ande-
re physiologische und pathologische Prozesse sind mit der Hochregulierung von VEGF und
VEGF-Rezeptoren verbunden; dazu zählen Wundheilung, Schlaganfall, Herzkrankheiten,
diabetische Retinopathie und Osteoporose (Ferrara, 1999; Breier, 2000; Roy et al., 2006;
Pardue et al., 2008; Clarkin und Gerstenfeld, 2013). VEGF wirkt in einer strikt dosisabhängi-
gen Weise auf die Endothelzellen oder deren Vorläuferzellen während der frühen vaskulären
Entwicklung. Erhöhte Konzentrationen von VEGF können Dichte, Durchmesser und Durch-
lässigkeit der Blutkapillaren verändern. Allerdings kann es auch bei der Injizierung von VEGF
(im Rahmen einer Therapie) am Anfang der Vaskulogenese zu einem abnormalen Muster
und exzessiver Fusion von Kapillaren kommen (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Breier, 2000;
Roy et al., 2006). Aufgrund dieser Erkenntnisse und der Tatsache, dass eine zusätzliche
VEGF-Versorgung (Bolusinjektion) in vivo durch einen enzymatischen Abbau des VEGF
nicht förderlich ist und hohe Dosen sehr kostspielig sind, fokussieren sich aktuelle Ansätze
zur Förderung der Angiogenese auf die lokale und langanhaltende Freisetzung von VEGF
aus Trägermaterialien (Geiger et al., 2005; Santos und Reis, 2010). Die Etablierung von ge-
eigneten Drug Delivery-Systemen die Regeneration von Knochengewebe im Sinne eines
alternativen Ansatzes des Tissue Engineerings wird im folgenden Kapitel beschrieben.
1.3.4 In situ-Tissue Engineering
In situ-Tissue Engineering, auch als lokal gesteuerte (in situ guided) Geweberegeneration
oder lokales Tissue Engineering bezeichnet (Jakob et al., 2012), ist ein alternativer Ansatz
zum Tissue Engineering, der auf die Vorbesiedlung von Trägermaterialien in vitro verzichtet.
Beim in situ-Tissue Engineering sollen vor allem mit Chemokinen funktionalisierte Scaffolds
verwendet werden, um körpereigene Stamm- und Vorläuferzellen anzulocken und gerichtet
in das implantierte Scaffold migrieren zu lassen (Chen et al., 2011; Jakob et al., 2012; Ko et
al., 2012; Ko et al., 2013; Vanden Berg-Foels, 2014). Die Anlockung oder auch Rekrutierung
von diesen Zellen geschieht durch Chemotaxis, einen Vorgang, der die direkte Migration der
Zellen in Richtung eines Gradienten aus löslichen chemoattraktiven Substanzen beschreibt
(Kneser et al., 2006; Chen et al., 2011; Vanden Berg-Foels, 2014). Chemoattraktive Sub-
stanzen sind unter anderem VEGF (hauptsächlich Mobilisierung von blutgefäßbildenden Zel-
len) (Klagsbrun und D’Amore, 1996; Breier, 2000; Roy et al., 2006), IGF (Muskelvorläuferzel-
len) (Mourkioti und Rosenthal, 2005) und SDF-1α (MSC und HSC) (Thieme et al., 2009; Ko 
et al., 2012).
Im Bereich der Knochenregeneration werden immer mehr injizierbare Materialien entwickelt,
welche auf einem Material oder einer Kombination aus anorganischen und organischen Ma-
terialien basieren (Kretlow et al., 2007). Bei Hydrogelsystemen können die beladenen Wachs
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tumsfaktoren durch den enzymatischen Abbau (z.B. Hyaluronsäure durch Hyaluronidasen)
im Körper kontrolliert freigesetzt werden. So zeigten Tierstudien mit einem BMP-2 belade-
nen, auf PEG-basierenden Hydrogel bereits beachtliche Erfolge bei der Regeneration von
kritischen Knochendefekten in Ratten (Lutolf et al., 2003). Neben den injizierbaren Materia-
lien werden im Bereich der in situ Knochenregeneration vor allem Materialien aus Calcium-
phosphat untersucht (Ko et al., 2013). In der Studie von (Barnes et al., 2005) bewirkte hier
ein Calciumphosphat/Kollagen-Kompositmaterial die Knochenneubildung in Primaten.
Wie zuvor erwähnt, wird auf die Vorbesiedlung der Scaffoldmaterialien mit Zellen beim in
situ-Tissue Engineering verzichtet. Bis heute, gibt es keine klinischen Empfehlungen hin-
sichtlich der optimalen MSC-Population für Zell-basierte Therapien (Lepperdinger et al.,
2008). Es konnte kein überzeugender Beweis dafür vorgelegt werden, dass beim Tissue
Engineering von z.B. Knochengewebe eingesetzte MSC bei der Heilung und Regeneration
des Gewebes beteiligt waren bzw. wie die zellulären Mechanismen zur Heilung abliefen (Ja-
kob et al., 2012). Daher erscheint die Entwicklung von Strategien zur verstärkten Rekrutie-
rung körpereigener Zellen mit regenerativem Potential als sinnvolle Alternative. Allerdings
gibt es bei körpereigenen Stammzellen auch Defizite. Im höheren Alter nehmen spezifische
Marker von MSC, wie die alkalische Phosphatase (osteogene Differenzierung), ab (Nishida
et al., 1999; Muschler et al., 2001; Stolzing et al., 2008) und mesenchymale Vorläuferzellen
zeigen vermehrt einen pro-inflammatorischen Phänotyp auf. Zusätzlich scheint es, dass sie
die Differenzierung zu Fettzellen, anstatt der Differenzierung zu Osteoblasten, vorziehen
(Laschober et al., 2011).
1.3.5 Drug Delivery von Faktoren und Chemokinen
Wachstumsfaktoren und Chemokine verlieren durch enzymatischen Verdau meistens schnell
ihre Wirksamkeit, wenn diese lokal injiziert werden (Ko et al., 2013). Deshalb ist es wichtig,
die Faktoren in einem Scaffoldmaterial zu integrieren bzw. miteinander zu kombinieren, um
sie einerseits vor schneller Degradation zu schützen und andererseits kontrolliert freizuset-
zen. Eine langanhaltende und kontinuierliche Freisetzung von Wachstumsfaktoren und
Chemokinen aus dem Scaffold kann die Mobilisierung und Differenzierung von Gewebe-
spezifischen Stammzellen oder Vorläuferzellen fördern und die Regeneration in funktionsfä-
higes Gewebe regulieren (Kaully et al., 2009; Chen et al., 2011; Ko et al., 2012; Ko et al.,
2013).
Anforderungen an ein Drug Delivery-System für das in situ Tissue Engineering
Wachstumsfaktoren und Chemokine sollten als effektive Therapeutika lokal und ausreichend
lange ihre optimale Wirkung entfalten. Bei einer direkten Injektion (in Lösung und meist in
großer Menge, auch Bolus-Injektion genannt) von Wachstumsfaktoren in den zu regenerie-
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renden Defekt diffundieren die Faktoren schnell in das umliegende Gewebe, werden en-
zymatisch abgebaut und deaktiviert oder können bei übermäßiger Konzentration die ge-
wünschte Wirkung überschreiten, welches insgesamt zu einem Ausbleiben der gewünschten
Zellantwort führt (Tabata, 2003; Lee et al., 2007; Yao et al., 2008; Chen et al., 2010a; No-
vosel et al., 2011; Mehta et al., 2012; Vo et al., 2012; Ko et al., 2013). Deshalb wurden und
werden Drug Delivery-Systeme entwickelt, um die Wirkung von Wachstumsfaktoren im Kör-
per effizienter (lokal und langanhaltend) zu gestalten. Ein optimales Trägersystem sollte fünf
Funktionen erfüllen: 1) lokale Freisetzung des Wachstumsfaktors im Defektbereich, 2)
Schutz vor frühzeitigen enzymatischem Abbau, 3) länger anhaltende Freisetzung einer phy-
siologisch relevanten Konzentration, 4) Förderung der Zellantwort (Adhäsion, Proliferation,
Differenzierung und Migration) und 5) Degradierbarkeit des Trägersystems für eine vollstän-
dige Geweberegeneration (Tabata, 2003; Pakulska et al., 2012; Vo et al., 2012). Bietet die
Kombination aus Scaffoldmaterial beladen mit Wachstumsfaktoren und Chemokinen ein ge-
eignetes Mikroumfeld (wie Porenstruktur des Materials und Signalmoleküle) für die Zellen,
proliferieren diese, differenzieren sich z.B. zu Osteoblasten und sezernieren weitere Signal-
moleküle, um weitere Zelltypen anzulocken oder zu aktivieren, damit der Prozess der Rege-
neration in Knochengewebe beschleunigt wird (Kneser et al., 2006; Chen et al., 2011; Ko et
al., 2013; Vanden Berg-Foels, 2014).
Bindung von Wachstumsfaktoren und Chemokinen
Es gibt verschiedene Drug Delivery-Strategien, bei denen Wachstumsfaktoren oder Chemo-
kine in das Trägermaterial integriert oder damit kombiniert werden. Faktoren können (1) di-
rekt mit einem Polymer (darunter zählen auch Hydrogele) vermischt werden (Sheridan et al.,
2000; Biondi et al., 2008) oder (2) durch Einschluss, in z.B. Alginatbeads, in ein Polymer in-
tegriert werden (Nochos et al., 2008). Weitere Ansätze sind (3) die Beschichtung eines Scaf-
folds mit einem Wirkstoff-enthaltenden Polymers (Wolf-Brandstetter et al., 2006) oder die
Kombination (4) mit Wachstumsfaktor-bindenden Proteinen wie Heparin (Wissink et al.,
2001; Lode et al., 2008). Diese Strategien beruhen auf nicht-kovalenten Bindungen, die ei-
nerseits spezifisch, d.h. über Bindungsmotive (hohe Bindungsaffinität), oder andererseits
unspezifisch über ionische Wechselwirkungen (geringere Bindungsaffinität) erfolgen können.
Des Weiteren kann ein Faktor kovalent immobilisiert (durch chemische Konjugation) oder
physikalisch in das Material eingeschlossen werden. Die Auswahl der richtigen Strategie ist
u.a. abhängig von physikochemischen Eigenschaften des eingesetzten Faktors und Interak-
tionen zwischen Faktor und Trägermaterial (Chen et al., 2010a; Mehta et al., 2012; Vo et al.,
2012; Ko et al., 2013). Durch die Abbaurate des Trägers, die zur Beladung verwendete
Porteinmenge, Proteindiffusion, Partikelgröße und ggf. den Vernetzungsgrad werden
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maßgeblich die Freisetzungskinetiken des eingesetzten Wachstumsfaktors aus den Träger-
systemen bestimmt (Vo et al., 2012).
Drug Delivery-Systeme – Kollagen
Aufgrund der Vielzahl von unterschiedlichen Wirkstofffreisetzungssystemen und Trägermate-
rialien soll im Folgenden nur auf das Material Kollagen, die Modifizierung mit Heparin und die
Verwendung von Hydrogelkomponenten eingegangen werden, da diese Komponenten in der
Arbeit zur Anwendung kamen.
Die Freisetzung von Wachstumsfaktoren aus Kollagen-Matrices wird generell durch die Dif-
fusionsrate der Komponenten durch die gequollene Matrix, aber auch durch Matrixinteraktio-
nen und enzymatischen Abbau bestimmt (Uebersax et al., 2009; Vo et al., 2012). Allerdings
eignen sich Kollagen-Matrices (wie getrocknete Kollagenfilme oder viskose Kollagengele
(Rubin et al., 1973) und Kollagenschwämme (Jorgensen et al., 1991)) aufgrund einer hohen
initialen Freisetzung und einer geringen Ladungskapazität nicht für eine gezielte und langan-
haltende Wachstumsfaktorfreisetzung (Fujioka et al., 1998; Lee et al., 2007). Verschiedene
Techniken müssen zur Anwendung kommen, damit Kollagen als ein geeignetes Trägermate-
rial für eine kontrollierte Freisetzung von Wachstumsfaktoren genutzt werden kann (Fujioka
et al., 1998). Durch die kovalente Bindung von Wachstumsfaktoren wie BMP und VEGF an
primäre Aminogruppen der Materialoberfläche mit Hilfe von N-Hydroxysuccinimid/ N-Ethyl-
(dimethylaminopropyl)carbodiimid (NHS/EDC) oder N-N-Carbonyldiimidazol konnte die
Wirksftofffreisetzung verlangsamt werden (Lee et al., 2007; Stamov et al., 2008; Kaully et al.,
2009; Uebersax et al., 2009; Vo et al., 2012).
Drug Delivery-Systeme – Heparin
Heparin ist ein Wachstumsfaktor-bindendes Polysaccharid (Capila und Linhardt, 2002), wel-
ches sich hervorragend für ein kontrolliertes Freisetzungsystem eignet (Tae et al., 2006).
Heparin gehört zu den Glykosaminoglykanen und wird von Mastzellen im Bindegewebe pro-
duziert. Es ist ein hoch sulfatiertes, anionisches Polysaccharid (Mehrfachzucker) aus sich
wiederholenden Disaccharid-Einheiten (Zweichfachzuckern) (Abbildung 7). Das strukturver-
wandte Heparansulfat (ein Proteoglykan) kommt in der extrazellulären Matrix des Menschen
vor und ist wie Heparin an vielen physiologischen Prozessen beteiligt (Capila und Linhardt,
2002; Irie et al., 2007).
Heparin hat die höchste negative Ladungsdichte biologischer Makromoleküle, dadurch ver-
mittelt es eine wichtige biologische Rolle als multivalentes Bindungsmolekül für zahlreiche
Proteine (Tae et al., 2006; Nie et al., 2007; Irie et al., 2007). Die Bindungen erfolgen über
elektrostatische Interaktionen zwischen N- und O-sulfatierten Resten des Heparins und den
Lysin- und Arginin-Resten der Wachstumsfaktoren (Elia et al., 2010). So bindet es zahlreiche
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Adhäsionsmoleküle und Wachstumsfaktoren (wie VEGF und FGF), um sie gegen thermische
Denaturierung und enzymatische Degradation zu schützen, ihre Bioaktivität beizubehalten
und ihre Bindung an Rezeptoren (z.B. Antithrombin III, Vermittlung im Thromboseprozess) zu
verstärken (Capila und Linhardt, 2002; Tae et al., 2006; Nie et al., 2007; Uebersax et al.,
2009; Elia et al., 2010). Eine Strategie um die Einsprossung von Blutgefäßen in poröse Scaf-
folds zu fördern ist deren Modifizierung mit Heparin. Durch die spezifische Bindung von an-
giogenen Faktoren wie VEGF an Heparin kann die Vaskularisierung eines Scaffoldmaterials
in vitro und in vivo gefördert werden. In Studien von (Singh et al., 2011) konnte eine be-
schleunigte Blutgefäßbildung mit Hilfe eines mit Heparin-beschichteten PCL-Scaffolds, bela-
den mit VEGF, erzielt werden. Auch eine demineralisierte Knochenmatrix, funktionalisiert mit
Heparin und beladen mit VEGF, förderte die Einsprossung von Blutgefäßen (in vivo) in das
Scaffold (Chen et al., 2010b).
Abbildung 7: Chemische Struktur von Heparin (verändert nach Capila und Linhardt, 2002)
Drug Delivery-Systeme – Hydrogele
Eine alternative Drug Delivery-Strategie ist der Einsatz von Hydrogelen oder eine Scaffold-
Modifizierung, bei der poröse Scaffolds mit bioaktiven Polymeren oder Hydrogelen beschich-
tet werden. Hierbei werden Wachstumsfaktoren und Chemokine physikalisch eingeschlossen
oder können direkt beim Herstellungsprozess mit in das Scaffold eingearbeitet werden, um
Zellfunktionen, wie die osteogene Differenzierung oder den Vorgang der Einsprossung von
Blutgefäßen, zu steuern (Vo et al., 2012). Hydrogele sind physikalisch oder chemisch ver-
netzte Polymere mit einem Wasseranteil von mehr als 90%. Es sind sehr biokompatible Ma-
terialien, die bei Geweberegenerationstrategien häufig zur Anwendung kommen. Aufgrund
ihrer porösen und wasserbindenden Natur eignen sich Hydrogele besonders gut für die Auf-
nahme von Wirkstoffen und deren Freisetzung, welche von der Wasseraufnahme, dem Ab-
bau des Hydrogels und der Diffusionsrate durch die Hydrogelmatrix abhängt. Allerdings birgt
der hohe Wasseranteil auch einen entscheidenden Nachteil, da hydrophile Wirkstoffe wie
Proteine sehr löslich sind und aus dem Gel innerhalb von wenigen Stunden oder Tagen her-
ausdiffundieren können. Die Freisetzungskinetik ist meistens durch eine hohe initiale Frei-
setzung des Faktors, mit anschließender langsamer Freisetzung durch Diffusion durch das
Hydrogel gekennzeichnet. Strategien, um eine konstante und langanhaltende Wirkstoff-
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freisetzung zu ermöglichen, sind eine ionische, physikalische (z.B. UV-Bestrahlung) oder
kovalente Vernetzung (mit Chemikalien wie Glutaraldehyd) der Hydrogelmatrix bzw. die
kovalente Anbindung von Wirkstoffen über Bindungsmoleküle an die Matrix (Mehta et al.,
2012; Pakulska et al., 2012; Vo et al., 2012).
Neben dem natürlichen Polymer Alginat können u.a. auch Chitosan, Fibrin, Hyaluronsäure,
Kollagen oder Methylcellulose als Drug Delivery-System verwendet werden, welche in der
nachfolgenden Tabelle dargestellt sind.
Tabelle 2: Verschiedene Biopolymere zur Anwendung als Hydrogel in Drug Delivery-Systemen (So-
hier et al., 2008; Van Tomme et al., 2008; Pakulska et al., 2012; Alvarez-Lorenzo et al., 2013; Gasper-
ini et al., 2014; Kim et al., 2014; Madry et al., 2014)






ionische Vernetzung Braunalgen und
Seetang




































Alginate werden klinisch angewendet (z.B. als Wundauflagenmaterial) (Bidarra et al., 2014)
und wurden bereits häufig als Scaffoldmaterialien für das Tissue Engineering und als Trä-
germaterial für Wirkstoffe getestet (Downs et al., 1992; Peters et al., 1998; Elcin et al., 2001;
Rabbany et al., 2010; Bidarra et al., 2014). Der Vorteil des Alginates liegt in der einfachen
und biokompatiblen Vernetzung der Alginatstränge durch zweiwertige Kationen wie Ca2+,
Sr2+ und Ba2+ (Draget et al., 1997; Uebersax et al., 2009; Bidarra et al., 2014).
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Alginathydrogele schützen eingeschlossene Wachstumsfaktoren vor enzymatischem Abbau.
Allerdings ist die Degradation im menschlichen System unspezifisch und die Freisetzung
wird hauptsächlich durch Diffusion bestimmt. Um eine hohe initiale Freisetzung eines
Wachstumsfaktors zu unterdrücken, zeigte sich die Mischung mit anderen Polysacchariden
wie Heparin (Tanihara et al., 2001) als wirkungsvoll, damit eine lang anhaltende Freisetzung
und damit auch ein positiver Effekt bei der Zellantwort erzielt werden konnte (Lee et al.,
2007; Nie et al., 2007; Uebersax et al., 2009). Neben Alginat wird Hyaluronsäure oft im
Tissue Engineering verwendet, weil es im Gegensatz zu Alginat im menschlichen Körper in
der extrazellulären Matrix des Bindegewebes vorkommt. Es spielt in verschiedenen zellulä-
ren Prozessen, wie der Proliferation, Entzündung und Wundheilung eine Rolle. Als Hydrogel
kann Hyaluronsäure alleine nicht verwendet werden, da es durch das Enzym Hyaluronidase
im Körper schnell abgebaut wird (Pardue et al., 2008; Pakulska et al., 2012). Versuche, Hya-
luronsäure als passives oder aktives Drug Delivery-System von Wachstumsfaktoren zu ver-
wenden, sind an eine chemische Vernetzung bzw. Modifizierung der Struktur oder die Ver-
wendung von Bindungsmolekülen gekoppelt (Shu et al., 2004; Nimmo et al., 2011).
Zu dem in dieser Arbeit verfolgten Ansatz, bei welchem ein VEGF-haltiges Depot in Scaf-
folds aus mineralisiertem Kollagen injiziert wird, um die VEGF-Freisetzung und den Effekt
des freigesetzten VEGF auf die Proliferation von Endothelzellen und die Migration in das
Innere des Scaffolds zu untersuchen, wurde in der Literatur keine vergleichbare Studie ge-
funden.
1.4 Trägermaterial – Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Einführung – Kollagen Typ I und Hydroxylapatit
Die Zusammensetzung und die poröse Struktur der in dieser Arbeit verwendeten Scaffolds
aus mineralisiertem Kollagen kommt jener der extrazellulären Matrix des Knochengewebes
sehr nah und eignet sich deshalb sehr gut als Knochenersatzmaterial (Cui et al., 2007; Cen
et al., 2008; Gelinsky et al., 2008; Meyer et al., 2009). Generell sind natürliche Polymere wie
das Kollagen Typ I von großem Interesse für das Tissue Engineering (Kanczler und Oreffo,
2008). Neben der Möglichkeit des Abbaus im Körper und der Biokompatibilität von Kollagen
(Chevallay und Herbage, 2000; Domaschke et al., 2006; Glowacki und Mizuno, 2008;
Kanczler und Oreffo, 2008; Al-Munajjed und O’Brien, 2009; Ruozi et al., 2009), welche die
Adhäsion, Proliferation und Differenzierung von Zellen unterstützt, besitzt es noch zahlreiche
weitere Vorteile. Durch enzymatische Abspaltung der Telopeptidregionen (mit Pepsin) kann
sog. Atelokollagen erzeugt werden, das nur schwach immunogen ist (Chevallay und
Herbage, 2000; Glowacki und Mizuno, 2008). Des Weiteren besitzt es RGD-Sequenzen
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(bestehend aus den Aminosäuren Arginin-Glycin-Aspartat), welche eine spezifische Zellad-
häsion durch Interaktion mit Integrinen unterstützen. Kollagen besitzt verschiedene geladene
und polare Gruppen, wodurch sich Moleküle und Proteine leicht an der Struktur anheften
können und somit die Zelladhäsion gefördert wird (Cui et al., 2007; Meyer et al., 2009). Kol-
lagenfibrillen weisen viskoelastische Eigenschaften mit einer hohen Zugfestigkeit auf und die
faserartige Struktur des Kollagens erleichtert das Einwachsen von Zellen (Currey, 2002; Cui
et al., 2007; Dendorfer et al., 2008). Durch diese vorteilhaften Merkmale und das unbegrenz-
te natürliche Vorkommen wird Kollagen bereits seit vielen Jahren als Scaffoldmaterial er-
forscht und für medizinische Anwendungen (u.a. Hautregeneration und Knorpelheilung) ein-
gesetzt (Chevallay und Herbage, 2000; Cui et al., 2007; Al-Munajjed und O’Brien, 2009).
Eine Kombination von Calciumphosphaten (wie Hydroxylapatit) und Kollagen vereint die ho-
he Druckfestigkeit der Mineralphase und die hohe Zugfestigkeit des Kollagens (Cen et al.,
2008; Dendorfer et al., 2008; Harley et al., 2009; Al-Munajjed und O’Brien, 2009). Allerdings
weisen poröse Kollagenscaffolds (ohne Mineralphase) aufgrund des geringen Kompressi-
onsmoduls ungenügende mechanische Eigenschaften für Last-tragende Anwendungen im
Knochengewebeersatz auf (Currey, 2002; Dendorfer et al., 2008; Glowacki und Mizuno,
2008; Meyer et al., 2009; Al-Munajjed und O’Brien, 2009). Auch eine Steigerung der mecha-
nischen Eigenschaften durch Quervernetzung der Kollagenstruktur reicht für dieses Anwen-
dungsgebiet nicht aus (Chevallay und Herbage, 2000; Al-Munajjed und O’Brien, 2009).
In dieser Arbeit verwendete Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
In dieser Arbeit wurde der biomimetische Ansatz der synchronen Mineralisation und Reas-
semblierung von Kollagenfibrillen nach Bradt et al. (1999) genutzt. Es gibt noch weitere An-
sätze zur Herstellung eines Kompositmaterials vom einfachen Zusammenmischen der Kom-
ponenten (Meyer et al., 2009), über die Beschichtung von Kollagen mit Hydroxylapatit (z.B.
durch das Eintauchen von Kollagenscaffolds in eine Natrium-Ammoniumhydrogenphosphat-
Lösung und anschließend in eine Calciumchlorid-Lösung (Al-Munajjed und O’Brien, 2009))
oder die Mineralisation von Kollagen durch ein duales Membrandiffusionssystem unter Ver-
wendung einer Kollagen-, Kationen- und Anionenlösung (Zhao et al., 2010). Ausgehend von
Kollagenmonomeren, Calcium- und Phosphationen findet im Prozess nach Bradt die Selbst-
assemblierung der Kollagenfibrillen bei einer Temperatur von 37°C und einem pH-Wert von
7,4 statt, wobei die Fibrillen als Template für die gleichzeitige Calciumphosphatkristallisation
dienen. Hierbei entsteht ein Nanokompositmaterial, das aus ca. 30% Kollagen und 70% na-
nokristallinem Hydroxylapatit besteht. Aus diesem Material wurden membranartige 2D- und
poröse 3D-Scaffolds entwickelt (Burth et al., 1999; Gelinsky et al., 2008). Wie in dieser Arbeit
durchgeführt, wird bei der Herstellung von 3D-Scaffolds eine konzentrierte mineralisierte Kol-
lagensuspension gefriergetrocknet, um eine poröse Struktur zu erhalten. Anschließend wird
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die Struktur mit dem Carbodiimid EDC vernetzt. Die so entstandenen Poren haben einen
Durchmesser von durchschnittlich 180 µm und sind interkonnektierend (Gelinsky et al.,
2008). Somit ist die Struktur für eine Zellbesiedlung des Scaffoldmaterials und eine Einwan-
derung der Zellen in vitro geeignet. In verschiedenen in vitro-Studien konnte die sehr gute
Biokompatibilität des mineralisierten Kollagens gezeigt werden (Domaschke et al., 2006;
Lode et al., 2008; Bernhardt et al., 2009b; König et al., 2014). So konnte die erfolgreiche
Proliferation von humanen MSC, wie auch deren Differenzierung zu Osteoblasten auf die-
sem Material festgestellt werden. Des Weiteren zeigte eine in vivo-Studie (Yokoyama et al.,
2005) auch die Biokompatibilität des Materials.
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2 Zielstellung der Arbeit
Das Ziel der vorliegenden Arbeit sollte die Etablierung von neuen Drug Delivery-Strategien zur
Lösung des Problems der fehlenden Vaskularisierung bei größeren Zell-Matrix-Konstrukten in
vivo sein. Dazu sollten 3D-Scaffoldmaterialien aus hoch, porösem mineralisiertem Kollagen mit
dem angiogenen Wachstumsfaktor VEGF funktionalisiert werden, um dessen Freisetzungskine-
tik anzupassen. Im Sinne des in situ Tissue Engineering soll dieses neuartige System (ohne
vorherige Zellbesiedlung) nach der Implantation die Regeneration von größeren Knochendefek-
ten – ausgelöst durch Traumata (speziell bei Vorliegen einer Osteoporose) oder Tumore – un-
terstützen. Es sollten hierzu zwei verschiedene Strategien für eine gerichtete Freisetzung aus
dem Scaffoldmaterial entwickelt werden.
Um eine effektive Wirkung des Wachstumsfaktors VEGF zu erzielen, sollte die Freisetzungski-
netik von einer geringen initialen, gefolgt von einer konstanten und langanhaltenden Freiset-
zung geprägt sein. Zum einen wird durch den angiogenen Faktor die Einprossung von Blutge-
fäßen in das Scaffoldmaterial gefördert und zum anderen dient er auch als Chemoattraktant,
um u.a. Endothelzellen aus dem umliegenden Gewebe anzulocken.
Allerdings genügte das mineralisierte Kollagen als Biomaterial allein den Anforderungen einer
langanhaltenden Freisetzung nicht, da der Wachstumsfaktor durch die poröse Struktur und we-
nig Interaktion mit dem Material schnell herausdiffundiert.
Eine Strategie, um das Freisetzungsverhalten zu verbessern, sollte die Modifizierung des ge-
samten Scaffoldmaterials mit dem Polysaccharid Heparin sein. Hierbei konnte auf Vorarbeiten
von Frau Dr. Ulla König aufgebaut werden. Heparin soll den eingesetzten Wachstumsfaktor
binden und verzögert freisetzen, um die Vaskularisierung des Materials zu unterstützen. Dar-
über hinaus kann Heparin weitere Proteine aus dem Medium in vitro bzw. Blut in vivo binden
und so die Signalwirkung auf Zellen verstärken.
Die Beladung der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen mit einem zentralen Wirkstoffdepot
sollte die zweite Strategie darstellen. Durch die lokale Injizierung eines Wirkstoffdepots aus ver-
schiedenen Komponenten wie dem Hydrogel Alginat sollte der Effekt auf die Freisetzung an-
hand des Wachstumsfaktors VEGF untersucht und eine kontrollierbare und langanhaltende
Freisetzung erzielt werden. Damit sollte ein Wirkstoffgradient im Inneren des Scaffold entste-
hen, um Zellen durch Chemotaxis ins Innere des Scaffolds zu locken und somit die Vaskulari-
sierung gefördert werden. Insgesamt sollte nach einer möglichen Implantation des mit einem
VEGF-haltigen Depot beladenen Scaffolds damit eine schnellere Defektheilung im Knochen
eintreten, indem Endothelzellen, aber auch mesenchymale Stammzellen gezielt in das Scaffold
migrieren, so dass das Scaffoldmaterial effektiver besiedelt, vaskularisiert und dann in natürli-
ches Gewebe umgebaut werden kann.
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3 Material und Methoden
Im folgenden Abschnitt werden die in dieser Arbeit verwendeten Materialien und durchgeführten
Methoden zur Herstellung von Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen und deren Funktionalisie-
rung mit verschiedenen Wirkstoffen sowie zur Charakterisierung der funktionalisierten Scaffolds
beschrieben.
3.1 Feinchemikalien, Medien, Lösungen
Die anschließenden Tabellen beinhalten die Feinchemikalien, Zellkulturmedien/Zusätze und verschiede-
nen Kit-Systeme, die in dieser Arbeit verwendet wurden. Alle Grundchemikalien wurden von den Firmen
Merck, Roth und Sigma Aldrich bezogen.
Tabelle 3: Feinchemikalien und Materialien
Feinchemikalien/Materialien Hersteller
Alginat-Natriumsalz (Manugel DMB) ISP Capitel Inc.,Wilmington, USA





Ethanol (absolut 99,6%) Roth
Glycin Roth
Hanks Balanced Salt Solution Sigma Aldrich
Heparin-Natriumsalz Sigma Aldrich
Hyaluronsäure-Natriumsalz (aus Streptococcus equi sp.) Fluka
Leitsilber Plano GmbH, Wetzlar




, mittlere Viskosität) Fluka




Tween 20 Sigma Aldrich
Tabelle 4: Nachweisreagenzien, Enzyme und Wachstumsfaktoren
Nachweisreagenzien, Enzyme und Wachstumsfaktoren Hersteller
Alcianblau 8 GS AppliChem
Anti-VEGF-Antikörper (Anti-Vascular Endothelial Growth Factor
Antibody Produced in Goat IgG)
Sigma Aldrich
Chlorzinkjodid Roth
DMMB (1,9-Dimethylmethylenblau) Sigma Aldrich
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FITC-VEGF-A165 Morphoplant GmbH, Bochum
Humaner VEGF 165-Antikörper (human VEGF 165 Biotinylated
Affinity Purified PAb, Goat IgG)
R&D Systems




rHuVEGF-A165 (rekombinanter humaner vaskulärer endothelialer
Wachstumsfaktor A165)
Morphoplant GmbH, Bochum
Streptavidin-HRP (streptavidin horseradish peroxidase) R&D Systems
TMB (3, 3′,5 ,5′-Tetramethylbenzidine) Sigma Aldrich




Endothelial Cell Basalmedium MV Promocell GmbH



















dsDNA reagent Life technologies
3.2 3D-Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Tabelle 7: Lösungen/Puffer und Enzyme für die Kollagenherstellung
Lösung/Puffer und Enzyme Zusammensetzung
CaCl2-Lösung (0,1 M) 11,10 g CaCl2
in 1 l deionisiertem H2O
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EDC-Lösung 2 Gew.-% N-(3-Dimethylaminopropyl)-N′- 
ethylcarbodiimid hydrochlorid
in 80%igem Ethanol
Glycin-Lösung 1 Gew.-% Glycin
in deionisiertem H2O
HCl-Lösung (0,1 M) 100 ml HCl (1 M)
in 900 ml deionisiertem H2O
HCl-Lösung (1 M) 1 M HCl-Maßlösung
MES-Puffer (50 mM) 9,76 g 2-(N-Morpholino)-ethansulfonsäure
in deionisiertem H2O
NaCl-Lösung (2 M) 116,88 g NaCl
in 1 l deionisiertem H2O
Pepsin (10 FIP-U/mg) 68 mg Pepsin
in 3,16 mM HCl
Phosphatpuffer (0,5 M) nach Sørensen
pH 7,4
+ 9,32 g K2HPO4×3H2O
+ 1,24 g KH2PO4
in 100 ml deionisiertem H2O
TRIS-Puffer (0,5 M)
pH 7,5
+ 60,57 g Tris(hydroxymethyl)-aminomethan
(TRIS)
in 966,3 ml deionisiertem H2O
+ 33,7 ml 37%iger HCl
Abbildung 8: Synchrone Fibrillen-Reassemblierung und -Mineralisierung mit HAP
Material und Methoden - 43 -
3.2.1 Aufbereitung des Kollagens
Für die Herstellung der Scaffolds wurde gefriergetrocknetes bovines Kollagen Typ I von der
Firma Syntacoll (Saal an der Donau) verwendet. 3,41 g des Kollagens wurden in 568 ml deioni-
siertes Wasser überführt und unter Zugabe von 4 ml 1 M HCl mit einem Ultra Turrax® zerklei-
nert. Nach 10 min wurde der pH-Wert mit 1 M HCl auf 2,47 eingestellt. Anschließend wurde
Pepsin für den Kollagenverdau hinzugegeben (für einen üblichen 4500 ml Ansatz mit 27 g Kol-
lagen wurden 270 mg Pepsin eingesetzt). Der Ansatz wurde für 72 h mit 80 rpm (Rührgerät
Heidolph RZR 2021) bei RT gerührt. Danach wurde die Lösung auf 11°C gekühlt und mit einer
3%igen Wasserstoffperoxid-Lösung (15 g pro 4500 g Ansatz) konserviert. Aus dieser Lösung
wurden 10 g entnommen und daraus der Feststoffgehalt des Kollagens mittels Gefriertrocknung
bestimmt, welcher in einem Bereich von 0,58 bis 0,64 Gew.-% lag. Diese Stammlösung war bei
4°C für ca. 3 Monate lagerfähig.
3.2.2 Synchrone Fibrillenbildung und Mineralisierung
Mit Hilfe des biomimetischen Prinzips der synchronen Kollagen-Fibrillierung
und -Mineralisierung nach (Bradt et al., 1999) konnte aus der Kollagen-Stammlösung ein Nano-
komposit aus Kollagen und Mineral (HAP) hergestellt werden. Um 1 g mineralisiertes Kollagen
(Trockengewicht) herzustellen, wurde ein Gesamtvolumen von 2 l benötigt. Zunächst wurden
160 bis 180 g der Kollagenstammlösung (mit einer Konzentration von ca. 0,6%) in 0,1 M HCl
unter Rühren gelöst. Anschließend erfolgte die Zugabe von 180 ml 0,1 M CaCl2, 120 ml 2 M
NaCl zur Einstellung der Ionenstärke, sowie 168 ml TRIS- und 22,6 ml Phosphatpuffer (je 0,5
M) zur Einstellung des pH-Wertes auf 7,4. Die neutral gepufferte Lösung wurde für 12 h bei
37°C inkubiert. Unter diesen Bedingungen erfolgte der Prozess der simultanen Reassemblie-
rung der Kollagenfibrillen und der Bildung eines nanokristallinen Hydroxylapatit (HAP)-
Präzipitates, welches zu einem homogenen Nanokompositmaterial aus ca. 30 Gew.-% Kollagen
und 70 Gew.-% HAP (Bradt et al., 1999) führte.
3.2.3 3D-Scaffold-Herstellung
Das Nanokompositmaterial aus Kollagen und HAP wurde mittels Zentrifugation gewonnen und
das Pellet in deionisiertem Wasser resuspendiert (1 mg mineralisiertes Kollagen/0,625 ml
dH2O). Um Scaffolds mit einer Größe von 6 mm im Durchmesser und 3 bzw. 8 mm in der Höhe
herzustellen, wurde die Kollagen/Mineral-Suspension in die Kavitäten einer Zellkulturplatte mit
96 Wells gefüllt. Anschließend wurde die befüllte Platte bei -20°C für mind. 6 h eingefroren und
das Kollagen/Mineral-Komposit gefriertrocknet. Hierbei wurde der Gefriertrockner Christ ALPHA
1-2 (Fa. Martin Christ Gefriertrocknungsanalagen GmbH) auf ca. -40°C heruntergekühlt, die
Proben in die Kammer gestellt und ein Vakuum von 0,34 mbar angelegt. Die so erhaltenen
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zylindrischen porösen 3D-Scaffolds wurden mit einer 2% EDC-Lösung (in 80% Ethanol) für
1,5 h vernetzt, mehrmals mit Wasser gespült, danach in einer 1% Glycin-Lösung inkubiert und
wieder mit Wasser gespült. Danach wurden die Scaffolds erneut gefriergetrocknet (Gelinsky et
al., 2008). Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen werden als Heparin-freie Variante („0“) (siehe
Abbildung 8 linke Säule) bezeichnet.
3.3 Heparin-Modifizierung der Scaffolds aus mineralisiertem Kol-
lagen
Bei der Modifizierung der Scaffolds (6 mm im Durchmesser und 3 mm hoch) mit Heparin wur-
den zwei Ansätze verfolgt (Abbildung 8), die im Folgenden näher beschrieben werden. Herge-
stellte Scaffolds (modifiziert mit Heparin und Heparin-frei) wurden danach mit Gammastrahlung
von 25 kGy sterilisiert.
3.3.1 „insitu“-Modifizierung
Bei der „insitu“-Modifizierung wird Heparin vor dem Prozess der simultanen Fibrillenbildung und
Mineralisation zugegeben (siehe Abbildung 8 rechte Säule). Heparin (mit Konzentrationen von
30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.) wurde in 10 ml deionisiertem Wasser für ca. 10 min auf
einem Schüttler gelöst. Danach wurde die Heparin-Lösung dem Ansatz zur Herstellung von
mineralisiertem Kollagen zugefügt. Erst anschließend wurde der pH-Wert auf 7,4 eingestellt und
der Ansatz über Nacht bei 37°C in einem Wasserbad inkubiert. Die synchrone Fibrillierung und
Mineralisierung fand somit in Gegenwart von Heparin („in situ“) statt. Die in dieser Arbeit ver-
wendete Bezeichnung der „insitu“-modifizierten Proben ist in Tabelle 8 aufgeführt.
3.3.2 „post“-Modifizierung
Die „post“-Modifizierung wurde nach der Herstellung der Scaffolds durchgeführt (siehe Abbil-
dung 8 mittlere Säule). Hierbei wurden die gefriergetrockneten Scaffolds eines gesamten An-
satzes (ca. 200 Stück mit einem Durchmesser von 6 mm und einer Höhe von 3 mm) in ein Be-
cherglas überführt und in 50 mM MES-Puffer mit verschiedenen Heparinkonzentrationen (30,
75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.; für Vorversuche wurden außerdem Konzentrationen von
200, 250, 300, 400 und 800 mg Heparin/g min. Koll. verwendet) für 24 h bei RT unter leichtem
Schütteln (20 rpm) inkubiert. Danach wurden die Scaffolds je 30 min mit 50 mM MES-Puffer (1
Mal) und mit deionisiertem Wasser (3 Mal) gewaschen. Die Scaffolds wurden bei -20°C einge-
froren und danach gefriergetrocknet. In Tabelle 8 sind die unterschiedlichen Heparin-
Modifikationen, die eingesetzten Heparinkonzentrationen und die dazugehörigen Bezeichnun-
gen dargestellt.
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Tabelle 8: Probenbezeichnung der Heparin-modifizierten Scaffolds
Bezeichnung Heparin-Modifizierung Heparinkonzentration
[mg Heparin/g min. Koll.]







3.4 Funktionalisierung mit Hydrogelen zur Integration eines zentralen
Wirkstoffdepots
Zur Etablierung eines Wirkstoffgradienten innerhalb eines Scaffolds wurden verschiedene Bio-
polymer-Hydrogele in Kombination mit dem Wachstumsfaktor VEGF in mineralisierte Kollagen-
scaffolds injiziert.
3.4.1 Komponenten der Wirkstoff-Depots
Um ein Wirkstoffdepot zu erzeugen, wurden verschiedene Komponenten wie Heparin, Alginat,
Hyaluronsäure und Methylcellulose und Kombinationen aus diesen Biopolymeren verwendet
(Tabelle 9).
Tabelle 9: Zusammensetzung der Wirkstoffdepots
Material Zusammensetzung Molekulargewicht Sterilisation
Heparin 1 mg/ml
in deionisiertem Wasser
6-12 kDa Sterilfiltration durch
einen 0,22 µm Memb-
ranfilter
1% Alginat 1 g Alginat




(Bidarra et al., 2014))
Autoklavieren des Pul-
vers
1% Hyaluronsäure 1 g Hyaluronsäure
in 100 ml deionisiertem
Wasser
150-180 kDa Autoklavieren des Pul-
vers
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1% Methylcellulose 1 g Methylcellulose in 100
ml deionisiertem Wasser





1% Alginat + Heparin 1 g Alginat
in 100 ml deionisiertem
Wasser mit 1 mg Hepa-
rin/ml




1% Alginat + 1% Hya-
luronsäure
1 g Alginat






1% Alginat + 1%
Methylcellulose
1 g Alginat
+ 1 g Methylcellulose





3.4.2 Injizierung der Wirkstoffdepots in Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Unter sterilen Bedingungen wurden die Hydrogelkomponenten in sterile Scaffolds (6 mm im
Durchmesser und 8 mm hoch) aus mineralisiertem Kollagen mit Hilfe einer modifizierten Multi-
pipette injiziert (siehe Abbildung 9). Das Volumen der Lösungen entsprach 15 µl und war durch
die Multipipette exakt einstellbar. Die so funktionalisierten Scaffolds wurden in Zellkulturmedi-
um, die Varianten mit Alginat zuvor noch für 10 min in 0,1 M CaCl2-Lösung eingelegt. Durch die
zweiwertigen Calcium-Ionen werden Alginatmoleküle vernetzt.
Abbildung 9: Schematische Abbildung der Funktionalisierung von mineralisierten Kollagenscaffolds mit
einem zentralen Hydrogelwirkstoffdepot und Darstellung der modifizierten Multipipette zur Injizierung
eines Wirkstoffdepots
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3.5 Materialcharakterisierung
3.5.1 Nachweis des gebundenen bzw. integrierten Heparins im Scaffold
Heparin-modifizierte Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen wurden mit Hilfe von Dimethylme-
thylenblau (DMMB) zur Anfärbung und Quantifizierung des Heparins im Scaffold untersucht.
DMMB ist ein kationischer Farbstoff, welcher mit negativ geladenen sulfatierten Gruppen von
Proteoglykanen einen Komplex bildet. Dieser kann durch die Änderung in der Absorption bei
einer Wellenlänge von 525 – 535 nm quantifiziert werden (Dey et al., 1992).
Tabelle 10: Lösungen zum Nachweis von Heparin
Lösungen Zusammensetzung
DMMB-Arbeitslösung 16 mg 1,9-Dimethylmethylenblau
+ 5 ml 99,6% Ethanol
+ 3 ml konzentrierte Ameisensäure
+ 26,5 ml 1 M NaOH
auf 1 l mit doppelt destilliertem H2O auffüllen
Papain-Lösung 10 mg Papain
in 100 ml 1x Hanks Balanced Salt Solution
Quantitativer Nachweis (DMMB-Methode)
Für die Quantifizierung des gebundenen Heparins wurden die Scaffolds zerkleinert, das Kol-
lagen verdaut und in der entstandenen Suspension der Heparingehalt ermittelt.
Jeweils ein Scaffolds wurde in ein spezielles 2,0 ml Reaktionsgefäss (Peqlab Biotechnologie
GmbH, Erlangen) mit 5 Keramikkügelchen (mit einem Durchmesser von 1,4 mm, Peqlab) über-
führt. Die Scaffolds wurden danach bei 5900 rpm für 2 Mal 10 s zerkleinert (Precellys® 24,
Peqlab). Um das Heparin aus dem Scaffold freizusetzen, wurde 1 ml einer Papain-Lösung hin-
zugegeben, kräftig geschüttelt und für 24 h bei 60°C in einem Wärmeschrank inkubiert. Bei
60°C denaturiert die Kollagenhelix und Papain bewirkt den Verdau der Proteinketten.
Für die Messung des Heparingehaltes wurden 100 µl der Suspension in ein 1,5 ml Reaktions-
gefäss überführt und 1250 µl der DMMB-Arbeitslösung hinzugegeben (Wolf-Brandstetter et al.,
2006). Die Proben wurden kurz geschüttelt, für 15 min bei RT inkubiert und anschließend für 15
min bei 10.000 g zentrifugiert. 300 µl des Überstandes wurden in eine 96 Well-Mikrotiterplatte
pipettiert und mit Hilfe eines Mikroplatten-Readers (infinite M200 PRO, Tecan, Männedorf,
Schweiz) die Absorption bei 590 nm gemessen. Zur Berechnung des Heparingehaltes diente
eine Heparin-Standard-Lösung (1 mg/ml). Mit Hilfe des Gewichts der Scaffolds und den erhal-
tenen Daten konnte die am Scaffold gebundene Heparin-Menge ermittelt werden. Dazu wurde
das Gesamtgewicht der Scaffolds eines Ansatzes durch das Gewicht des einzelnen Scaffolds,
für den der Heparingehalt bestimmt wurde, geteilt und mit dem gemessenen Wert multipliziert.
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Optischer Nachweis
Die Scaffolds wurden in eine 24 Well-Zellkulturplatte überführt und 2 ml der DMMB-
Arbeitslösung hinzugefügt. Anschließend wurden die Scaffolds schüttelnd für 10 min bei RT
inkubiert. Danach wurde der Überstand abgenommen und die Scaffolds mit Wasser gespült.
Um den inneren Bereich des Scaffolds anzufärben, wurden die bereits gefärbten Scaffolds mit
einer handelsüblichen Rasierklinge halbiert und erneut mit 2 ml DMMB-Arbeitslösung für 10 min
inkubiert.
Die gefärbten Scaffolds wurden mit Hilfe eines Stereomikroskops (Leica M205C; Leica Micro-
systems GmbH, Wetzlar) untersucht und anhand der Intensität der Färbungen und deren Ver-
teilung im Scaffold miteinander verglichen.
3.5.2 Nachweis der injizierten Depot-Komponenten in den Scaffolds
Die Depotkomponenten wurden ohne Wirkstoff, wie unter 3.4.2 beschrieben, in Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen injiziert. Anschließend wurden die Scaffolds mit injiziertem Alginat
oder Komponenten in Kombination mit Alginat für 10 min in 0,1 M CaCl2 und danach in Freiset-
zungsmedium inkubiert, während injizierte Komponenten ohne Alginat direkt in Freisetzungs-
medium inkubiert wurden. Das Medium wurde zuerst nach 2 h, dann alle 24 h und nach Tag 7 3
Mal pro Woche gewechselt. Anschließend wurden die Scaffolds bei -80°C eingefroren. Zum
Analysezeitpunkt wurden die Scaffolds aufgetaut, mit einer handelsüblichen Rasierklinge hal-
biert und die Hälften in eine 24 Well-Zellkulturplatte überführt.
Tabelle 11: Färbelösungen zum Detektieren der Hydrogelkomponenten
Färbelösung Zusammensetzung
DMMB
DMMB-Arbeitslösung 16 mg DMMB
+ 5 ml Ethanol (99,6%)
+ 3 ml Ameisensäure (98%)
+ 26,5 ml NaOH (1 M)
auf 1 l mit deionisiertem H2O auffüllen
Alcianblau
Alcianblau-Arbeitslösung 60 ml Ethanol (99,6%)
+ 40 ml Essigsäure (100%)
+ 10 mg Alcianblau 8 GS
Entfärbelösung 120 ml Ethanol (99,6%)
+ 80 ml Essigsäure (100%)
Chlorzinkjodid
Chlorzinkjodid-Arbeitslösung Chlorzinkjod-Lösung nach Behrens (Fertig-
Lösung), für die Mikroskopie
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Nachweis von Heparin und Alginat mit DMMB
Mittels der DMMB-Arbeitslösung konnte vor allem Heparin, aber auch Alginat in den Scaffolds
nachgewiesen werden. Hierfür wurden die Scaffolds mit 1,5 ml der DMMB-Arbeitslösung für
10 min schüttelnd inkubiert und anschließend mit destilliertem Wasser mehrmals gewaschen.
Die optische Auswertung erfolgte mit einem Stereomikroskop (Leica M205C).
Nachweis von Hyaluronsäure mit Alcianblau
Wie mit DMMB lassen sich Proteoglykane auch mit Alcianblau anfärben (Barbosa, 2003). 1,5 ml
der Alcianblau-Arbeitslöung wurde auf die Scaffolds gegeben und für 24 h inkubiert. Danach
wurde überschüssiges Alcianblau durch eine Entfärbelösung von den Scaffolds entfernt. Die
optische Auswertung erfolgte mit einem Stereomikroskop (Leica M205C).
Nachweis von Methylcellulose mit Chlorzinkjodid
Methylcellulose wurde mit Hilfe des Färbereagenz Chlorzinkjodid dunkelbraun angefärbt (Jef-
ferys et al., 1953). Die Scaffolds wurden für 10 min mit 1,5 ml der Chlorzinkjodid-Arbeitslösung
schüttelnd inkubiert. Anschließend wurden die Scaffolds mehrmals mit destilliertem Wasser
gespült und mittels eines Stereomikroskops (Leica M205C) untersucht.
3.5.3 Rasterelektronenmikroskopie zur Bestimmung der Porenmorpholgie
Mit Hilfe der Rasterelektronenmikroskopie (REM) konnte die Porenstruktur der Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen untersucht werden. Gefriergetrocknete Scaffoldschnitte wurden auf
Aluminiumpins fixiert, mit Leitsilber abgeleitet und mit Gold beschichtet (Sputter Coater SCD
050, Balzers). Die Proben wurden mit einem XL 30 ESEM-FEG (Phillips) bei einer Beschleuni-
gungsspannung von 1 kV im REM-Modus analysiert.
3.5.4 Transmissionselektronenmikroskopie
Die Transmissionselektronenmikroskopie (TEM) wurde angewendet, um die Struktur der Scaf-
folds, vor allem die gebildeten Mineralkristalle und deren Anordnung, im Nanometerbereich zu
veranschaulichen. Dazu wurden gefriergetrocknete Scaffolds in kleine Stücke (2 × 2 mm) zer-
teilt und mit purem Epoxidharz infiltriert. Anschließend wurden die Proben bei 60°C für 72 h
polymerisiert. Nach dem Herstellen einer glatten Schnittfläche (EM-TRIM 2; Leica) wurden Ult-
radünnschnitte (70 nm Dicke) am Ultramikrotom (Leica UC6) mittels Diamantmesser (Fa. Di-
atome) angefertigt und auf 300er Mesh Kupfergrits mit Kohlelochfilm (Fa. Quantifoil) aufge-
bracht. Die Ultradünnschnitte wurden mit einem TEM (Tecnai 10, Firma FEI, USA) bei 100 kV
Beschleunigungsspannung analysiert.
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Die Probenpräparation wurde freundlicherweise von Dr. Armin Springer und die TEM-Analysen
von Dr. Paul Simon (Max-Planck-Institut für Chemische Physik fester Stoffe, Dresden) durchge-
führt.
3.5.5 Bestimmung des Mineralgehaltes (Glühverlust)
Die hergestellten Scaffolds bestehen aus einem Nanokompositmaterial, dessen organischer
Teil aus Kollagen und anorganischer Anteil aus Hydroxylapatit besteht. Um den Mineralgehalt
der Scaffolds zu bestimmen, wurden diese zunächst für 1 h bei 120°C getrocknet und anschlie-
ßend gewogen. Danach wurde der organische Anteil der Scaffolds bei 1000°C für 1 h in einem
Muffelofen (Nabertherm P330) verglüht. Der Rückstand wurde gewogen und aus der Differenz
beider Massen (vor und nach dem Verglühen) der Anteil an organischer/anorganischer Sub-
stanz bestimmt.
3.5.6 Bestimmung von mechanischen Kenngrößen
Es wurden sowohl die elastischen Eigenschaften (Elastizitätsmodul) als auch die Kompressi-
onseigenschaften (Druckfestigkeit bei 20%-iger Kompression) bestimmt. Scaffolds mit einer
Höhe von 10 mm und einem Durchmesser von 6 mm wurden hierfür verwendet.
Die Druckversuche wurden freundlicherweise von Dr.-Ing. Birgit Paul durchgeführt.
Elastizitätsmodul und Druckspannung
Für die Messung wurden die zylindrischen Proben einerseits für 24 h in SBF (simulated body
fluid, Tabelle 12) gelagert, und im feuchten Zustand als auch nach der Gefriertrocknung (im
trockenen Zustand) verwendet. Die Prüfung erfolgte mittels einer Kraftprüfmaschine (Modell
5566, Fa. Instron) und einer 100 N Kraftmessdose bei einer Prüfgeschwindigkeit von 1 mm/min
durch Kompression parallel zur Zylinderachse. Der Elastizitätsmodul wurde aus der mechani-
schen Spannung und der Dehnung (bzw. Kompression) der Probe im linearen Elastizitätsbe-
reich berechnet (siehe Formel 1).
Formel 1: Elastizitätsmodul
Als Druckfestigkeit wurde die Druckspannung bei einer Kompression von 20% verwendet.
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Tabelle 12: Zusammensetzung der verwendeten SBF
Material Zusammensetzung
SBF (simulated body fluid) 300 ml deionisiertes H2O
+ 2,702 g NaCl
+ 0,252 g NaHCO3
+ 0,2118 g Na2CO3
+ 0,113 g KCl
+ 0,115g KH2PO4 × 3H2O
+ 0,156 g MgCl2 × 6H2O
+ 0,147 g CaCl2
+ 0,036 g Na2SO4
+ 8,946 g HEPES in 50 ml NaOH lösen und dazugeben
auf pH 7,4 bei 36,5°C mit 1 M NaOH einstellen und mit deionisier-
tem H2O auf 0,5 l auffüllen
3.6 Beladung der Scaffolds mit dem Wirkstoff VEGF
VEGF wurde in dieser Arbeit als Modellsubstanz verwendet, um die Freisetzung eines
chemoattraktiven Wachstumsfaktors aus modifizierten Scaffolds, dessen Verteilung innerhalb
der Scaffolds und die stimulierende Wirkung auf Endothelzellen untersuchen zu können.
Tabelle 13: Lösungen bzw. Medien zur Beladung mit VEGF und Untersuchung der Freisetzung
Lösungen/Medien Zusammensetzung
Freisetzungsmedium Endothelial Cell Basalmedium MV
+ 0,9% Pen/Strep (100 U/ml Penicillin/ 100 µg/ml
Streptomycin)
+ 15% hitzeinaktiviertes FCS (Charge 194X)
PBS/BSA 1% bovines Serumalbumin
in PBS
3.6.1 Homogene Beladung der gesamten Scaffolds
Bei der homogenen Beladung mit VEGF wurden sterile Heparin-freie („0“) und Heparin-
modifizierte („insitu“ und „post“; 30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.) Scaffolds verwendet.
Zunächst wurden 48 Well-Zellkulturplatten mit PBS/BSA über Nacht beschichtet, damit der
Wachstumsfaktor nicht an die Oberfläche der Zellkulturplatte bindet. Anschließend wurden die
Scaffolds mit einem Durchmesser von 6 mm und einer Höhe von 3 mm in die Platte überführt
und mit 30 µl einer Lösung aus 200 ng VEGF in PBS/BSA beträufelt, so dass das Volumen von
der porösen Struktur komplett aufgesogen wurde. Die Scaffolds wurden für 12 h bei 37°C und
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5% CO2 inkubiert. Danach wurden die Scaffolds mit 500 µl Freisetzungsmedium gespült, für 5
min auf dem Schüttler bei 100 rpm inkubiert und das Medium in 1,7 ml low-binding Reaktions-
gefäße überführt (siehe Abbildung 10). Der Spülvorgang wurde 3 Mal durchgeführt. Die ge-
sammelte Spüllösung diente später zur Bestimmung des ungebundenen VEGF-Anteils (siehe
3.7). Die beladenen Scaffolds wurden anschließend für den nächsten Zeitpunkt in Freiset-
zungsmedium überführt.
Abbildung 10: Homogene Beladung von 3D-Scaffolds mit VEGF
3.6.2 Beladung der Scaffolds mit einem zentralen VEGF-haltigen Depot
Bei der Beladung mit Hilfe eines VEGF-haltigen Depots wurden nicht-modifizierte Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen verwendet. Zunächst wurden 24 Well-Zellkulturplatten mit PBS/BSA
über Nacht beschichtet. Die verwendeten Scaffolds hatten einen Durchmesser von 6 mm und
eine Höhe von 8 mm. Anschließend wurden 11 µl der Depotkomponente mit 4 µl einer VEGF-
Lösung (400 ng in PBS (100 µg/ml)) vermischt und ein Gesamtvolumen von 15 µl in eine Scaf-
foldtiefe von 6 mm wie in Abbildung 9 dargestellt injiziert (siehe 3.4.2). Bei den Varianten mit
Alginat wurden die Scaffolds danach zunächst für 10 min in 0,1 M CaCl2 und anschließend in
Freisetzungsmedium inkubiert.
3.6.3 Freisetzung aus VEGF-beladenen Scaffolds
Um die VEGF-Freisetzungskinetik aus den unterschiedlich beladenen Scaffolds zu untersu-
chen, wurden die homogen beladenen Scaffolds über die Versuchsdauer in 1 ml Freisetzungs-
medium und Scaffolds mit einem VEGF-haltigem Depot aufgrund ihrer Größe in 1,5 ml Freiset-
zungsmedium inkubiert. Dieses wurde zuerst nach 2 h, dann alle 24 h gewechselt. Die Über-
stände wurden entweder frisch für die sich anschließende Analyse verwendet oder bei -80°C
eingefroren. Neben der Bestimmung der VEGF-Konzentration mittels ELISA (Enzyme-linked
Immunosorbent Assay) in den Überständen wurde die biologische Aktivität des freigesetzten
VEGF in Endothelzell-Proliferationsexperimenten getestet (siehe Abbildung 11).
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Abbildung 11: VEGF-Freisetzung aus den verschieden beladenen Scaffolds und anschließende Analyse
3.6.4 Nachweis eines Wirkstoffgradienten innerhalb von Scaffolds mit einem zentralen
VEGF-haltigen Depot
Für die Untersuchung der Verteilung von VEGF innerhalb eines Scaffolds mit zentralem Depot
wurde Fluorescein-markiertes VEGF (FITC-VEGF-A165) verwendet. Scaffolds mit einem Durch-
messer von 6 mm und einer Höhe von 8 mm wurden mit einem Depot beladen, welches in eine
Scaffoldtiefe von 6 mm wie unter 3.4.2 beschrieben injiziert wurde. Die beladenen Scaffolds
wurden in Freisetzungsmedium unter Zellkulturbedingungen inkubiert, welches zuerst nach
24 h, dann alle 48 h gewechselt wurde. Die Zellkulturplatte wurde mit Aluminiumfolie umwickelt,
um ein Ausbleichen des Farbstoffes während der Versuchsdauer zu verhindern. Nach 10 min,
24 h, 3 und 7 d wurden die Scaffolds entnommen und mit einer handelsüblichen Rasierklinge in
zwei Hälften geteilt. Danach wurden die Scaffoldhälften in eine spezielle Plastikschale (35 mm
Durchmesser, ibidi GmbH) überführt und die Verteilung des FITC-VEGF im Scaffold mittels kon-
fokalem Laser-Scanning Mikroskop (cLSM, Zeiss LSM 510) analysiert, wobei der Fluoreszenz-
farbstoff bei einer Wellenlänge von 458 nm angeregt wurde.
3.7 Bestimmung der VEGF-Konzentration
Die Konzentration des freigesetzten Faktors im Medium und in einer Standard-Lösung wurde
mittels ELISA quantifiziert. Dazu wurden die zu analysierenden Proben für den Test aufgetaut.
Gemäß der Arbeitsvorschrift (siehe Tabelle 15) wurde eine 96 Well-Maxisorb-Platte mit dem
1. Antikörper (AK) beschichtet. Nach der Inkubation über Nacht wurden freie Bindungsstellen
mit BSA blockiert. Danach wurden die Überstände mit VEGF (ggf. Verdünnungen) in die Wells
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pipettiert, damit VEGF am 1. AK binden kann. Ein 2. biotinylierter AK koppelt wiederum am ge-
bundenen VEGF. Im nächsten Schritt bindet ein mit dem Enzym Meerrettichperoxidase gekop-
peltes Streptavidin am 2. AK. Mit Hilfe eines Substrates wird dieses durch das Enzym Meerret-
tichperoxidase umgesetzt und das Produkt kann in einem blauen Farbumschlag bei einer Wel-
lenlänge von 405 nm mit einem Mikroplatten-Reader (infinite M200 PRO, Tecan) detektiert wer-
den. Die VEGF-Konzentration konnte später anhand eines Standards im Bereich von 78 pg/ml
bis 5 ng/ml, welcher auf jeder Platte mitgeführt wurde, berechnet werden.






Stopplösung 2 N H2SO4 (Schwefelsäure)
Streptavidin-HRP Verdünnung 1:200




Waschpuffer 0,05% Tween 20
in PBS
Anti-Vascular Endothelial Growth Factor Antibody
Produced in Goat IgG (1. AK)
1 mg/ml
in PBS
Human VEGF 165 Biotinylated Affinity Purified
PAb, Goat IgG (2. AK)
1 mg/ml
in 1% BSA in PBS
Tabelle 15: Arbeitsvorschrift zur Durchführung des ELISA
Arbeitsschritt Reagenzien Inkubationszeit
Inkubation mit 1. AK 100 µl AK-Lösung
1:1000 in PBS
ca. 12 h
Waschen 400 µl Waschpuffer 3 min
Blockieren 300 µl Blockpuffer 1 h
Waschen 400 µl Waschpuffer 3 min
- Inkubation der Probe
- Zugabe des Standards
100 µl des Überstandes, ggf. in Verdün-
nung mit Verdünnungspuffer
5 ng in 1 ml Verdünnungspuffer, anschlie-
ßend Verdünnunsgreihe (1:2) bis 78 pg/ml
2 h
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Waschen 400 µl Waschpuffer 3 min
Inkubation mit 2. AK 100 µl AK-Lösung
1:200 in Verdünnungspuffer
2 h






Waschen 400 µl Waschpuffer 3 min
Zugabe der Substratlösung 100 µl 2-3 min
Zugabe der Stopplösung 50 µl
Messen der Absorption bei 450
nm
3.8 Zellen
Humane mesenchymale Stammzellen (hMSC)
Für die in dieser Arbeit durchgeführten Experimente zur Proliferation und osteogenen Differen-
zierung (siehe 3.8.1) wurden hMSC eines gesunden Spenders (interne Bezeichnung 40), wel-
che aus dem Knochenmark isoliert wurden, verwendet. Diese wurden von Prof. Bornhäuser
(Medizinische Klinik I, Universitätsklinikum „Carl Gustav Carus“ an der TU Dresden) zur Verfü-
gung gestellt. In den Versuchen wurden Zellen der Passage 4 und 5 verwendet.
hMSC wurden in flüssigem Stickstoff gelagert. Für die Kultivierung wurden die Zellen in Prolife-
rationsmedium in einer T175-Zellkulturflasche bis zu einer Konfluenz von ca. 80% expandiert.
Die Inkubation erfolgte bei 37°C und 5% CO2 im Brutschrank. Danach wurde das Medium ent-
fernt und die Zellschicht mit PBS gespült. Die adhärenten Zellen wurden mit Hilfe von
Trypsin/EDTA vom Flaschenboden abgelöst. Um die Aktivität des Trypsins zu stoppen, wurde
Proliferationsmedium dazugegeben. Die Zellen in der Lösung wurden bei 1500 rpm für 5 min zu
einem dichten Zellpellet zentrifugiert und in Proliferationsmedium resuspendiert. Mit Hilfe eines
Zellzählgerätes (Scepter™ 2.0 Cell Counter; Millipore) wurde die Zellzahl bestimmt. Die Zellaus-
beute lag je nach Spender bei ca. 3,0 bis 4,0 × 106 Zellen pro T175-Zellkulturflasche.
Neben der Kultivierung der Zellen in Proliferationsmedium als Wachstumsmedium erfolgte die
Stimulation zur osteogenen Differenzierung durch Zugabe von osteogenen Supplementen im
Medium (Differenzierungsmedium).
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Tabelle 16: Zellkulturmedien und Mediumsbestandteile für hMSC
Medium/Lösung Zusammensetzung
Proliferationsmedium α-MEM 








+ 5 mM ßGP
+ 0,05 mM AAP
+ 0,9% Pen/Strep
+ 0,9% L-Glutamin
PBS w/o Ca/Mg (pH 7,4) 8,00 g/l NaCl
+ 0,20 g/l KCl
+ 1,15 g/l Na2HPO4
+ 0,20 g/l KH2PO4
in deionisiertem H2O
Trypsin/EDTA 0,05% Trypsin/0,02% EDTA
in deionisiertem Wasser
Für die Zellkultur wurden Zellkulturflaschen und verschiedene Wellplatten von den Firmen Nunc
(Wiesbaden), TPP (Trasadingen, Schweiz) und ThermoScientific (Schwerte) verwendet.
Humane dermale mikrovaskuläre Endothelzellen (HDMEC)
HDMEC wurden in den Passagen 5 bis 8 für Migrations- und Proliferationsexperimente (siehe
3.8.2 und 3.8.3) verwendet. Die Zellen wurden von der PromoCell GmbH (Heidelberg) bezogen.
HDMEC wurden in flüssigem Stickstoff gelagert. Die Kultivierung der Zellen erfolgte in EC (En-
dothelial Cell)-Wachstumsmedium in einer T75-Zellkulturflasche bis zu einer Konfluenz von 80-
90%. Die Inkubation erfolgte bei 37°C und 5% CO2 im Brutschrank. Vor dem Ablösen der Zellen
mit 4 ml Trypsin/EDTA wurde die adhärente Zellschicht mit PBS gewaschen. Danach wurden
die Zellen mit Trypsin/EDTA für 2-3 min bei RT abgelöst. Diese Reaktion wurde nach der Inku-
bationszeit mit 4 ml Trypsininhibitor abgestoppt. Die Zellsuspension wurde bei 1000 rpm für
5 min zentrifugiert und das Zellpellet in 1 ml vorgewärmtem Wachstumsmedium resuspendiert.
Mit Hilfe eines Zellzählgerätes (Scepter™) wurde die Zellzahl bestimmt.
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Tabelle 17: Zellkulturmedien und Mediumsbestandteile für HDMEC
Medium/Lösung Zusammensetzung/Bezeichnung
EC-Wachstumsmedium + Endothelial Cell Growth Medium MV
+ 0,9% Pen/Strep
Trypsininhibitor Trypsin Neutralizing Solution
3.8.1 Osteogene Differenzierung von hMSC
Vorbereitung der Scaffolds
Es wurden für die Versuche Heparin-freie Scaffold („0“) und solche, modifiziert mit Heparin
(„post“ und „insitu“) mit einer Größe von 3 mm Höhe und 6 mm im Durchmesser verwendet. Zur
Vorbereitung für den Zellversuch wurden die Scaffolds in Proliferationsmedium unter Zellkutur-
bedingungen für 24 h eingelegt, damit Proteine für eine bessere Zellanheftung am Scaffold bin-
den konnten und das Scaffold gequollen und mit Flüssigkeit vollgesogen ist. Durch kurzes Auf-
legen der Scaffolds auf ein steriles Filterpapier wurde das Medium aus den Poren entfernt. Da-
nach wurden die Scaffolds in eine 48 Well-Zellkulturplatte überführt.
Zellbesiedlung
Die Scaffolds wurden jeweils mit 5×104 hMSC besiedelt. Hierfür wurden 35 µl einer Zellsuspen-
sion mit definierter Zellzahl vorsichtig auf die Scaffoldoberfläche getropft. Das Volumen war
ausreichend, um die Poren des Scaffolds vollständig auszufüllen. Nach 45 min Adhäsionszeit
im Inkubator wurden die Wells langsam mit 500 µl Proliferationsmedium aufgefüllt, so dass die
Proben bedeckt waren.
Kultivierung, Differenzierung und Probennahme
Die Kultivierung der Zell-besiedelten Scaffolds erfolgte in Proliferationsmedium. Am Tag 3 wur-
de ein Teil der Scaffolds weiter mit Proliferationsmedium und der andere Teil mit Differenzie-
rungsmedium kultiviert. Hierbei wurde das jeweilige Medium alle 3 bzw. 4 Tage gewechselt. Die
Probeentnahme erfolgte an Tag 1, 7, 14, 21 und 28. Die betreffenden Scaffolds wurden mit
PBS gewaschen, in eine neue 48 Well-Zellkulturplatte überführt und für die spätere biochemi-
sche Analyse bei -80°C eingefroren.
3.8.2 Proliferationsexperimente mit HDMEC
In diesen Versuchen wurde die biologische Aktivität von VEGF, welches aus modifizierten Scaf-
folds freigesetzt wurde, getestet in dem untersucht wurde, ob VEGF die Proliferation von
HDMEC stimuliert (siehe Abbildung 12).
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Abbildung 12: Schematische Darstellung eines Proliferationsexperimentes zur Testung der biologischen
Aktivität des aus den Scaffolds freigesetzten VEGF
Vorbereitung – Material
Bei den Heparin-modifizierten Scaffolds wurde das Freisetzungsmedium (Überstand der Pro-
ben) (siehe 3.6.1) ohne vorheriges Einfrieren direkt für den Zellversuch verwendet. Die Über-
stände der Scaffolds mit einem Wirkstoffdepot (siehe 3.6.2) wurden bis zur Verwendung bei
-80°C eingefroren.
Vorbereitung – Zellen
150 µl einer Zellsuspension mit 2×103 HDMEC wurden pro Well in 96 Well-Zellkulturplatten pi-
pettiert und für 18 h in EC-Wachstumsmedium unter Zellkulturbedingungen inkubiert. Anschlie-
ßend wurden die Zellen mit VEGF kultiviert.
Kultivierung mit VEGF
Als erstes wurden die Zellen in den 96 Well-Zellkuturplatten mit Basalmedium gespült. Danach
wurde das Freisetzungsmedium als Überstand von den Proben entnommen und mit Basal- und
Zusatzmedium versetzt. Anschließend wurde es den Zellen zugeführt (siehe Tabelle 18), so
dass die freigesetzte VEGF-Menge mit diesen zusätzlichen Medien 1:2 verdünnt war (siehe
Tabelle 19). Zur Kontrolle der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF wurden Zellen mit
verschiedenen VEGF-Konzentrationen (0, 0,5, 1, 2, 3, 4, 5, 6, 7, 8, 9, 10, 12, 14, 17 und
20 ng/ml) in Zusatzmedium inkubiert. Anschließend wurden die Zellen bei 37°C und 5% CO2 für
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72 h inkubiert. Nach der Inkubationszeit wurden die Wells mit PBS gespült und die Zellen bei
-80°C eingefroren. Die Bestimmung der Zellzahl erfolgte mittels DNA-Quantifizierung (siehe
3.9.1).
Tabelle 18: Medien für die Proliferationsexperimente
Medien Zusammensetzung
Freisetzungsmedium Siehe Tabelle 13
Basalmedium Endothelial Cell Basalmedium MV
+ 0,9% Pen/Strep (100 µg/ml Streptomycin, 100
U/ml Penicillin)
EC-Wachstumsmedium Siehe Tabelle 17
Zusatzmedium 74,5% Basalmedium
+ 22,5% hitzeinaktiviertes FCS (Charge: 194X)
+ 3% Heparin (1 mg/ml)
Tabelle 19: Pipettierschema zur Kultivierung mit VEGF
Verdünnungen Volumen der Lösungen
Entspricht einer 1:2 Verdünnung des Freiset-
zungsmediums der Proben
25 µl Basalmedium
+ 75 µl Freisetzungsmedium
+ 50 µl Zusatzmedium
3.8.3 Migrationsexperimente mit HDMEC
Um die Migration von HDMEC in Richtung eines Wirkstoffgradienten zu untersuchen, wurde die
Oberfläche von Kollagenscaffolds, die mit einem VEGF-Depot funktionalisiert wurden, ober-
flächlich mit Zellen besiedelt. Die Proben wurden danach unter Zellkulturbedingungen inkubiert
und die Migration mittels Fluoreszenzmikroskopie untersucht (siehe Abbildung 13).
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Abbildung 13: Schematischer Ablauf eines Zellmigrationsexperimentes
Vorbereitung der Scaffolds
Mineralisierte Kollagenscaffolds (6 mm im Durchmesser und 8 mm in der Höhe) wurden mit
verschiedenen Komponenten und dem Wachstumsfaktor VEGF als Depot in einer Tiefe von ca.
6 mm beladen und in Medium überführt (siehe 3.4.1 und 3.4.2). Die Scaffolds mit Alginat als
Hydrogelkomponente wurden zuerst für 10 min in 0,1 M CaCl2-Lösung, danach für 20 min in
Basalmedium (siehe Tabelle 18) inkubiert. Die anderen Varianten wurden für 30 min nur in Ba-
salmedium inkubiert.
Besiedlung der Scaffoldoberfläche mit HDMEC
Nach dem Absaugen des Mediums aus dem Well wurden vorsichtig auf die Oberfläche der voll-
gesogenen Scaffolds 10 µl einer Zellsuspension (1-2×105 Zellen) getropft. Voraussetzung für
den Versuch war die gleichmäßige Besiedlung der Oberfläche. Danach wurden die Zellen auf
den Scaffolds für 45 min unter Zellkulturbedingungen inkubiert. Anschließend wurden 2 ml Ba-
salmedium hinzugegeben und für weitere 72 h inkubiert.
Material und Methoden - 61 -
Färben und Schneiden der Proben
Die Scaffolds mit Zellen wurden mit PBS gespült und für mindestens 24 h in Formaldehyd (Fi-
xierlösung) fixiert. Anschließend erfolgte die Anfärbung der Zellkerne mit dem Fluoreszenzfarb-
stoff Höchst.
Zunächst wurden die Scaffolds mehrmals mit PBS gespült, danach mit Höchst-Farbstoff in
PBS/BSA für 1 h im Dunkeln inkubiert. Nach mehrmaligem Spülen mit PBS wurden die Proben
mit einer handelsüblichen Rasierklinge längs halbiert, in Kryoschälchen überführt und mit Ein-
friermedium aufgefüllt. Dann wurden die Scaffolds auf Trockeneis eingefroren.
Mit einem Kryotom (LeicaCM1900) wurden 40 µm dicke Längsschnitte bis zu einer Tiefe von
ca. 500 µm (bezogen auf die bei der Halbierung der Scaffolds erzeugten Schnittfläche) angefer-
tigt, auf einen Objektträger überführt und bei 37°C auf einer Heizplatte für ca. 12 h fixiert. Da-
nach wurde Eindeckmedium zur besseren Visualisierung auf die Schnitte gegeben und mit ei-
nem Deckglas abgedeckt.
Die Kryoschnitte wurden freundlicherweise von Ashwini Rahul Akkineni angefertigt.
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Die Kryoschnitte auf den Objektträgern wurden mit einem konfokalem Laser-Scanning Mikro-
skop (cLSM, Zeiss LSM 510) bei einer Anregungs-Wellenlänge von 405 nm analysiert. Der
Längsschnitt wurde komplett abgerastert und so ein aus mehreren Bildern zusammengesetztes
Bild aufgenommen. Mit Hilfe des Computerprogrammes Arivis Vision 4D (Version 2.10.1, Arivis
AG, Rostock) wurden die Zellen der jeweiligen Schnittebenen ausgezählt.
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3.9 Biochemische Analysemethoden
Die Bestimmung der Zellzahl zur Beurteilung der Proliferation der Zellen erfolgte indirekt durch
die Messung der intrazellulären Lactatdehydrogenase (LDH) bzw. des DNA-Gehaltes im Zellly-
sat. Aufgrund der Bindung von DNA am Scaffoldmaterial wurde für die Zellzahlbestimmung bei
den hMSC-besiedelten Scaffolds die LDH-Aktivität herangezogen. Bei den HDMEC (Proliferati-
onsassay) wurde aufgrund geringer metabolischer Aktivität der DNA-Gehalt zur Zellzahlbe-
stimmung genutzt. Die Bestimmung der osteogenen Differenzierung von hMSC erfolgte anhand
der spezifischen Aktivität der Alkalischen Phosphatase (ALP), ein charakteristisches Enzym für
die osteogene Differenzierung. Alle Lösungen und Puffer zur biochemischen Analyse sind in
Tabelle 21 aufgeführt.








1xTE-Puffer 1 M Tris-HCl (pH 8,0)


















ALP-Stopplösung + 1 M NaOH
in deionisiertem H2O
ALP-Substratlösung + 1 mg/ml p-Nitrophenylphosphat in ALP-
Substratpuffer
ALP-Substratpuffer + 0,1 M Diethanolamin
+ 0,1% Triton® X-100
+ 1 mM MgCl2
in bidest. H2O
Färbung vitaler Zellen mittels MTT
MTT-Lösung 5 mg 3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetra
zoliumbromid in 1 ml in PBS (ohne Ca/Mg)
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Zelllyse
Die Zelllyse erfolgte zuerst durch das Einfrieren der Zell-besiedelten Scaffolds oder der Zellen
in den Zellkulturplatten bei -80°C an den verschiedenen Versuchszeitpunkten. Zur weiteren
Analyse wurden die Proben aufgetaut, mit Lysepuffer versehen, für 40 min auf Eis inkubiert und
für 10 min im gekühlten Ultraschallbad behandelt. Das so erhaltene Zelllysat diente anschlie-
ßend zur Bestimmung der Enzym-Aktivität bzw. des DNA-Gehaltes.
3.9.1 Bestimmung des DNA-Gehaltes
Die Quantifizierung der DNA-Menge wurde mit Hilfe einer PicoGreen-Färbelösung durchgeführt.
10 μl des Zelllysates wurden mit 190 μl der Arbeitslösung vermischt und in einer schwarzen 
96 Well-Platte (Nunc) für 5 min im Dunkeln schüttelnd inkubiert. Die Fluoreszenz wurde bei ei-
ner Wellenlänge von 535 nm (Anregung mit einer Wellenlänge von 485 nm) detektiert (Mikro-
platten-Reader infinite M200 PRO, Tecan). Für den jeweiligen Versuch wurde eine Kalibrie-
rungsreihe (0,5; 1; 2; 4; 8; 16×103 HDMEC) mitgeführt; dadurch konnte anhand des DNA-
Gehaltes die Zellzahl der Proben bestimmt werden.
3.9.2 Bestimmung der LDH-Aktivität
Die Laktatdehydrogenase ist ein Enzym, welches im Zytoplasma lebender Zellen vorkommt.
Nach der Zelllyse wird dieses Enzym durch die Zerstörung der Zellmembran in den Überstand
freigesetzt, wo es detektiert werden kann. Hierbei wird die Enzymaktivität quantitativ mit einem
CytoTox 96® Non-Radioactive Assay bestimmt (PROMEGA, 2012), wobei das Lactat zu Pyruvat
umgesetzt und zugleich NAD+ zu NADH reduziert wird, was wiederum die Umsetzung von
Iodonitrotetrazoliumchlorid in ein rotes Formazan-Derivat durch das Enzym Diaphorase ermög-
licht. Die Intensität der entstehenden Rotfärbung ist proportional zur LDH-Aktivität und kann
photospektrometrisch bei einer Wellenlänge von 492 nm detektiert werden (Mikroplatten-
Reader).
Zur Durchführung des Assays wurden 50 µl des Zelllysates mit 50 µl der LDH-Substratlösung in
einer 96 Well-Platte gemischt, für 30 min auf dem Schüttler im Dunkeln inkubiert und die Reak-
tion durch Zugabe von 50 µl einer Stopp-Lösung beendet. Anschließend wurde die Absorption
bei einer Wellenlänge von 492 nm mit einem Mikroplatten-Reader gemessen. Zur Bestimmung
der Zellzahl wurde für den jeweiligen Versuch eine Kalibrierungsreihe (0,5; 1; 2; 4; 8; 16 und
32×104 hMSC) mitgeführt und die LDH-Aktivität mit der Zellzahl korreliert.
Material und Methoden - 64 -
3.9.3 Bestimmung der spezifischen ALP-Aktivität
Die alkalische Phosphatase ist ein Membranprotein, welches in Osteoblasten vorkommt und die
Hydrolyse von Phosphorsäurestern katalysiert. Es wird als ein früher Marker für die Knochen-
mineralisierung und zur Analyse der osteogenen Differenzierung verwendet.
Die spezifische ALP-Aktivität von osteoblastären Zellen wurde kolorimetrisch nachgewiesen.
Zur Bestimmung wurden 20 µl des Zelllysates mit 100 µl der ALP-Substratlösung in einer
96 Well-Platte vermischt, anschließend kurz geschüttelt und für 30 min bei 37°C inkubiert. Wäh-
rend der Inkubation wird das farblose p-Nitrophenylphosphat (pNpp) durch die ALP zu gelbem
Paranitrophenol (pNp) dephosphoryliert. Die Reaktion wurde nach 30 min durch die Zugabe von
80 µl einer ALP-Stopp-Lösung beendet. Anschließend wurde die Absorption bei einer Wellen-
länge von 405 nm mittels Mikroplatten-Reader gemessen.
3.9.4 MTT-Färbung vitaler Zellen
Um die Verteilung der Zellen im Scaffold und deren Vitalität zu untersuchen, wurde eine MTT-
Färbung durchgeführt. Hierbei wurde die MTT-Lösung 1:10 mit dem Proliferationsmedium für
die hMSC verdünnt und die Scaffolds für weitere 4 h kultiviert. Das gelbe Tetrazoliumsalz wird
von vitalen Zellen aufgenommen und zu einem wasserunlöslichen, blauen Formazan-Derivat
reduziert (Berridge und Tan, 1993), so dass eine hohe Dichte an vitalen Zellen durch eine in-
tensive Blaufärbung der jeweiligen Scaffold-Region sichtbar wurde. Die Dokumentation der an-
gefärbten Scaffolds erfolgte mit Hilfe einer Digitalkamera (Canon Powershot G11).
3.9.5 Rasterelektronenmikroskopie zur Bestimmung der Zellverteilung im Scaffold
Mit Hilfe der Rasterelektronenmikroskopie konnten Rückschlüsse auf die Zellverteilung im Scaf-
fold, die Zelldichte sowie die Vitalität anhand der Zellmorphologie auf der Scaffoldoberfläche
bzw. im Scaffoldinneren gezogen werden.
Für die Probenpräparation wurden die Scaffolds zunächst mit PBS gewaschen, dann in einer
Fixierlösung (4% Formaldehyd) für ca. 1 h fixiert und im Kühlschrank über Nacht gelagert. Da-
nach wurden die Proben mit deionisiertem Wasser gewaschen und das Wasser in den Proben
wurde schrittweise durch Ethanol in einer aufsteigenden Alkoholreihe (10, 30, 50, 70, 80, 96
und 99,6%) ersetzt. Die Kritisch-Punkt-Trocknung der Proben erfolgte durch Austausch des
Ethanols mit CO2 (CPD 030 (BAL-TEC)). Anschließend wurden die Proben auf Aluminiumpins
fixiert, mit Leitsilber abgeleitet und mit Gold beschichtet (Sputter Coater SCD 050 (Balzers)).
Die Proben wurden mit einem XL 30 ESEM-FEG (Phillips) bei einer Beschleunigungsspannung
von 1 kV analysiert.
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3.10 Statistische Methoden
Für alle biochemischen Analysen wurden mindestens 3 Proben des gleichen Materials mitei-
nander verglichen. Die Mittelwerte (n=3) wurden in den Diagrammen dargestellt und die Stan-
dardabweichung (±) wurde aus dem arithmetischen Mittel berechnet und als Fehlerbalken illus-
triert. Für die statistische Auswertung der Daten wurde eine Ein- bzw. Zwei-Wege ANOVA (Ana-
lysis of Variance) durchgeführt und die Unterschiede mittels Tukey-Tests mit einer Signifikanz-
ebene von p=0,05 untersucht (OriginPro9.1.0G, b215, Origin Lab. Corp.).
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4 Ergebnisse
In dieser Arbeit wurden zwei grundlegende Strategien zur Funktionalisierung von Scaffolds aus
mineralsiertem Kollagen mit dem Ziel verfolgt, die Freisetzung eines Modellwachstumsfaktors
(VEGF) aus dem Material langanhaltend zu verzögern, gleichzeitig die biologische Aktivität des
Faktors durch das Drug Delivery-System zu erhalten und Zellen in das funktionalisierte Scaffold
durch Chemoattraktion anzulocken.
Dabei wurden die Scaffolds zum einen mit Heparin modifiziert und zum anderen wurde ein
VEGF-haltiges Depot aus verschiedenen Komponenten in das Scaffold injiziert.
4.1 Heparin-Modifizierung von Scaffolds aus mineralisiertem Kol-
lagen
Die Modifizierung von Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen mit Heparin wurde in zwei ver-
schiedenen Ansätzen durchgeführt. Bei den „insitu“-modifizierten Varianten wurde Heparin vor
der Kollagenfibrillierung und Mineralisierung zugegeben, so dass der Prozess zur Herstellung
eines Nanokompositmaterials in Gegenwart von Heparin („in situ“) ablief. Eine nachträgliche
Modifizierung der hergestellten Scaffolds mit Heparin wurde bei den „post“-modifizierten Scaf-
folds angewendet.
Im Rahmen der Materialcharakterisierung wurden Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen (He-
parin-frei) und modifiziert mit Heparin untersucht. Das gebundene Heparin wurde in den Scaf-
folds qualitativ und anschließend quantitativ mit Hilfe einer Färbelösung nachgewiesen. Hierbei
wurde untersucht, ob die Art der Modifizierung („insitu“ und „post“) einen Einfluss auf die ge-
bundene Menge und Stabilität der Bindung des Heparins am Scaffold hatte. Zudem wurden die
Morphologie der Scaffolds und die mechanischen Eigenschaften bestimmt. Des Weiteren wur-
den zellbiologische Untersuchungen zur Klärung der Frage durchgeführt, ob gebundenes Hepa-
rin bzw. die Art der Heparin-Modifizierung die Proliferation und osteogene Differenzierung von
hMSC beeinflusst. Ein weiterer wichtiger Punkt war die Funktionalisierung mit dem Wachstums-
faktor VEGF und die Bestimmung der Freisetzung aus Heparin-modifizierten und Heparin-freien
Scaffolds, sowie die Testung der biologischen Aktivität des freigesetzten Faktors.
4.1.1 Heparinbindung
Vorversuche zur Heparinbindung am Scaffold
In Anlehnung an Erfahrungen aus Vorarbeiten mit Heparin-modifizierten Calciumphosphat-
zementen (Lode et al., 2008) in der Gruppe von Prof. Gelinsky, bei denen Konzentrationen von
5, 20, 50 und 100 mg Heparin/g Zementpulver eingesetzt wurden, wurden die Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen mit bestimmten Mengen an Heparin (30, 75 und 150 mg Heparin/
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Quantifizierung des Heparingehaltes
Die Bindungseffizienz und Bindungsstabilität des Heparins an den Scaffolds aus mineralisier-
tem Kollagen mit den ausgewählten Heparinkonzentration (30, 75 und 150 mg Heparin/g min.
Koll.) wurde bestimmt, um den Einfluss der Modifizierung und der eingesetzten Heparinmenge
zu untersuchen.
Die an Scaffolds (der Charge I-55, interne Bez.) gebundene Heparinmenge wird in Abbildung
16 dargestellt. Hierbei wird ersichtlich, dass sich die Heparin-Modifizierungen „insitu“ und „post“
in ihrer Bindungseffizienz voneinander unterscheiden. Die Heparin-freie Variante wurde bei den
Messungen als Negativkontrolle mitgeführt. Da erwartungsgemäß kein Signal detektiert werden
konnte, wurde die Variante nicht mit in die Abbildungen aufgenommen.
Bei allen „post“-modifizierten Varianten konnte die eingesetzte Heparinmenge (markiert mit ei-
ner roten, gestrichelten Linie) für den verwendeten Kollagenansatz komplett detektiert werden
(Abbildung 16 A). Bei der „insitu“-Modifizierung war die Bindungseffizienz geringer. Hierbei wur-
de die eingesetzte Heparinmenge nicht vollständig an das Scaffoldmaterial gebunden. In Abbil-
dung 16 B) wird das Verhältnis der eingesetzten Heparinmenge des jeweiligen Kollagenansat-
zes zum gebundenem Heparin dargestellt. Während bei den Varianten I-75 und I-150 noch 70%
des eingesetzten Heparins in den Scaffolds detektiert wurde, waren es bei der Variante I-30 nur
ca. 50%. Die „post“-modifizierten Varianten schwankten im Bereich von 95-105%. Zusätzlich
wurden die Inkubationslösungen bzw. der Überstand untersucht. Es konnte hierbei kein Heparin
detektiert werden, da im Falle der „post“-modifizierten Scaffolds nahezu das gesamte Heparin
gebunden wurde und bei den „insitu“-modifizierten Scaffolds vermutlich die Nachweisgrenze
des DMMB-Assays zu gering war.
Abbildung 16: Heparingehalt der „insitu“- und „post“-modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen.
Die Bestimmung erfolgte mittels DMMB-Methode. Es wurden 3 verschiedene Heparinkonzentrationen
(30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.) eingesetzt (n=5, Mittelwert ± Stabw). A) Menge an gebundenem
Heparin. B) Effizienz der Heparinbindung, dargestellt in Prozent des gebundenen Heparins im Verhältnis
zur eingesetzten Heparinmenge.
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Für die Versuche zur Stabilität der Bindung von Heparin an den Scaffolds wurde Kollagen einer
anderen Charge (interne Bez. I-79) eingesetzt. Hierbei wurden „insitu“- und „post“-modifizierte
Scaffolds über 28 Tage unter Zellkulturbedingungen inkubiert. Die gebundene Heparinmenge
wurde anschließend ermittelt und mit modifizierten Scaffolds, welche nicht inkubiert wurden,
verglichen und daraus die Bindungsstabilität abgeleitet. Bei allen getesteten Varianten („insitu“-
und „post“-modifiziert) kam es während der Inkubation über 28 Tage zu einer Reduktion der
gebundenen Heparinmenge.
Abbildung 17 zeigt die Stabilität der Heparinbindung (dargestellt in Prozent des gebundenen
Heparins im Verhältnis zur eingesetzten Heparinmenge) ohne Inkubation (A) und nach einer 28-
tägigen Inkubation unter Zellkulturbedingungen (B). Es wurde nachgewiesen, dass die Abnah-
me des Heparingehaltes während der Inkubation bei den „insitu“-modifizierten Varianten ten-
denziell größer war als bei den „post“-modifizierten Varianten.
Während die gebundene Heparinmenge ohne Inkubation (A) bei den „insitu“-modifizierten Vari-
anten bei 60% lag (eine Ausnahme bildet die Variante I-75), schien die Bindungsstabilität der
„post“-modifizierten Varianten mit 80% stärker zu sein. Nach einer 28-tägigen Inkubation (B)
wurde noch 45% des eingesetzten Heparingehaltes bei den „insitu“-modifizierten Varianten de-
tektiert; somit lösten sich 15% des Heparins aus den Scaffolds. Im Vergleich dazu nahm die
Stabilität der Bindung bei den „post“-Varianten mit zunehmender Heparinkonzentration ab, wo-
bei die Variante P-30 den geringsten Verlust an gebundenem Heparin (weniger als 10%) auf-
wies.
Allerdings wiesen die Ergebnisse mit der Charge I-55 (Abbildung 16 B) im Vergleich mit den
Scaffolds der Charge I-79 (Abbildung 17 A) gewisse Chargenunterschiede auf, welche sich in
der Menge an gebundenem Heparin an den Scaffolds („insitu“- und „post“-modifiziert) wider-
spiegelte.
Abbildung 17: Heparingehalt der „insitu“- und „post“-modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
nach der Herstellung (A) und nach 28 Tagen Inkubation unter Zellkutlurbedingungen (B) (n=5, Mittelwert
± Stabw). Die Bestimmung erfolgte mittels DMMB-Methode.
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Um die gebundene bzw. den Verlust der gebundenen Heparinmenge an den jeweiligen Scaf-
foldvarianten besser zu veranschaulichen, wurden die ermittelten Werte der gebundenen Hepa-
rinmenge ohne Inkubation der Scaffolds auf 100% gesetzt und die Differenz zur gemessenen
Heparinmenge der jeweiligen Scaffoldvarianten nach einer Inkubation von 28 Tagen gebildet
(siehe Abbildung 18). Hierbei zeigte sich eine teilweise signifikante Abnahme der gebunden
Heparinmenge an den Scaffolds. Die Differenz zum gebundenen Heparingehalt nach 28-tägiger
Inkubation zur gebundenen Heparinmenge ohne Inkubation war bei den „insitu“- im Gegensatz
zu den „post“-modifizierten Varianten etwas kleiner. Eine Ausnahme bildete hierbei die Variante
I-75, welche mit einer signifikant kleineren Differenz von 45% aus dem Rahmen fiel. Des Weite-
ren schien mit zunehmender Heparinkonzentration auch die Differenz der gebundenen Hepa-
rinmenge abzunehmen. Im Falle der „insitu“-Varianten war dies nur leicht zwischen den Varian-
ten I-30 und I-150 ersichtlich, wobei der Unterschied bei den „post-Varianten signifikant (zwi-
schen P-30 und P-150) war.
Der Versuch zeigte, dass ein Teil das am Scaffold gebundenen Heparins während der Inkubati-
onszeit aus den Scaffolds freigesetzt wurde. Die Höhe der Differenz war dabei eher abhängig
von der eingesetzten Heparinkonzentration als von der Modifizierungsart.
Abbildung 18: Differenz der gebundenen Heparinmenge von Heparin-modifizierten Scaffolds nach 28-
tägiger Inkubation zur gebundenen Heparinmenge an frisch hergestellten Scaffolds. Die ermittelte Hepa-
rinmenge, gebunden an der jeweiligen Scaffoldvariante nach der Herstellung der Scaffolds wurde auf
100% gesetzt und mit der gemessenen Heparinmenge der Scaffolds nach 28-tägiger Inkubation (unter
Zellkulturbedingungen mit Mediumswechsel) verglichen und die Differenz gebildet. Darstellung der „insi-
tu“-modifizierten und „post“-modifizierten Scaffolds (n=5, Mittelwert ± Stabw).
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Optischer Nachweis des gebundenen Heparins
Um das gebundene Heparin und die Verteilung in den Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
sichtbar zu machen, wurden diese in einer DMMB-Lösung inkubiert und anschließend mit Hilfe
eines Stereomikroskops analysiert. Die Reaktion des kationischen Farbstoffes DMMB mit Hepa-
rin ließ sich durch eine violette Färbung nachweisen.
Es konnte durch die intensive Färbung der Scaffoldoberfläche und des –querschnittes mit dem
DMMB-Farbstoff bestätigt werden, dass das Heparin an der Struktur der „insitu“- und „post“-
modifizierten Scaffolds gebunden hatte. Die Stärke der Färbung war abhängig von der einge-
setzten Menge an Heparin.
In Abbildung 19 sind die mit DMMB gefärbten Heparin-modifizierten Scaffolds dargestellt. Der
optische Nachweis bei den „insitu“- und „post“-modifizierten Scaffolds konnte die Bindung von
Heparin an den Scaffolds und eine gleichmäßige Verteilung des gebundenen Heparins, abhän-
gig von der eingesetzten Heparinkonzentration, an der Oberfläche als auch im Scaffoldinneren
belegen. Wird die Intensität der Färbung, hervorgerufen durch die Reaktion mit den unter-
schiedlich gebundenen Heparinmengen der modifizierten „insitu“-Scaffoldoberflächen (in Bild-
reihe A) miteinander verglichen, sind keine Unterschiede sichtbar. Ein Unterschied ist erst bei
der höheren Vergrößerung in der zweiten Bildreihe (B) zu erkennen. Hier nehmen mit zuneh-
mender Heparinkonzentration (von I-30 zu I-150) dunkelviolette Strukturen, welche die Poren-
struktur der Scaffolds abbilden, zu. Bei den Querschnitten der Scaffolds (C) sind die gleichen
Strukturen und Intensitäten zu sehen.
Im Falle der „post“-modifizierten Varianten scheint im Vergleich zu den „insitu“-modifizierten die
Färbung der Oberfläche (A) etwas schwächer zu sein. Auch bei höherer Vergrößerung (B) sind
die gefärbten Porenstrukturen der „post“-modifizierten Scaffolds in Form und Ausprägung de-
nen der „insitu“-modifizierten Scaffolds ähnlich, aber erscheinen weniger intensiv angefärbt zu
sein.
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Abbildung 19: Nachweis des an Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen gebundenen Heparins mittels
DMMB-Färbung. Abbildungen der „insitu“-modifizierten Varianten im oberen Bereich, im unteren Bereich
sind die „post“-modifizierten Varianten dargestellt. Die Bildreihen A und B zeigen die Oberfläche der Scaf-
folds in verschiedenen Vergrößerungen, Reihe C stellt ein Ausschnitt des Querschnittes dar.
Obwohl der optische Nachweis keine quantitative Aussage über die Menge an gebundenem
Heparin erlaubt, scheinen die Färbungen im Widerspruch zu den ermittelten Werten (Abbildung
16) zu stehen. Hierbei wurde mehr gebundenes Heparin bei den „post“-modifizierten als bei den
„insitu“-modifizierten Varianten detektiert. Bei Überprüfung der DMMB-Lösung nach der Inkuba-
tion fiel auf, dass sich im Überstand der „post“-modifizierten Variante mit der höchsten Heparin-
konzentration (P-150) violette Präzipitate befanden (siehe Abbildung 20), die bei den „insitu“-
modifizierten Varianten nicht vorhanden waren. Aufgrund des niedrigen pH-Wertes von 3,2 der
DMMB-Lösung scheint bei den „post“-modifizierten Varianten ein Teil des Minerals an der Scaf-
foldoberfläche abgelöst worden zu sein und damit auch das nachträglich am Scaffold gebunde-
ne Heparin. Dagegen wird bei den „insitu“-Varianten Heparin in die Kollagenfibrillen integiert
und nach der Gefriertrocknung mit vernetzt.
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Abbildung 20: Heparin-freie und Heparin-modifizierte Scaffolds nach 10 min Inkubation in einer DMMB-
Lösung. Präzipitate wurden mit einem roten Pfeil gekennzeichnet.
4.1.2 Struktur und Zusammensetzung
Porenstruktur der Scaffolds
Morphologische Untersuchungen der mit Heparin modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem
Kollagen wurden mit Hilfe eines Rasterelektronenmikroskops durchgeführt. Hierbei wurde un-
tersucht, ob die Heparin-Modifizierungen einen Einfluss auf die Bildung der Mikroporenstruktur
hatten.
Bei den REM-Aufnahmen (Abbildung 21) wird die interkonnektierende Porenstruktur der Kolla-
genscaffolds sichtbar. Heparin-freie Scaffolds sowie „insitu“- und „post“-modifizierte Scaffolds
wiesen eine ähnliche Struktur auf und der Porendurchmesser lag bei allen Varianten bei ca. 80-
150 µm (Software-gestützte Vermessung der Poren innerhalb der Aufnahmen). Heparin schien
somit keinen Einfluss auf die Porenstruktur zu haben.
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Abbildung 21: REM-Aufnahmen der Oberfläche von mineralisierten Kollagenscaffolds modifiziert mit He-
parin. Darstellung der Varianten ohne Heparin (0), „insitu“- (I-30, I-75 und I-150) und „post-modifiziert
(P-30, P-75 und P-150)
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Kristallstruktur der Scaffolds
TEM-Aufnahmen wurden von Heparin-freien Scaffolds und der „insitu“-modifizierten Variante
I-150 angefertigt. Dabei wurde untersucht, ob die Gegenwart des Heparins während des Pro-
zesses der synchronen Kollagenfibrillen-Reassemblierung und Mineralisierung die Präzipitation
der Calciumphosphat-Phase beeinflusst. „Post“-modifizierte Varianten wurden aufgrund der
nachträglichen Bindung des Heparins am Scaffolds nicht untersucht.
In Abbildung 22 ist die Ultrastruktur der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen ohne Heparin
und modifiziert mit Heparin (I-150) dargestellt. Durch die Analyse von nicht-konstratierten Ultra-
dünnschnitten stellen dunkle Areale und Strukturen die elektronendichten Calciumphosphat-
Mineralphasen dar, während helle Stellen indirekt auf Kollagen (+/- Heparin) deuten. Des Weite-
ren konnte anhand der TEM-Aufnahmen die Orientierung, Morphologie und Form der
Calciumphosphat-Kristalle dargestellt werden. Dabei wurde festgestellt, dass die Calciumphos-
phat-Kristalle in beiden Proben eine Länge von durchschnittlich 50 nm hatten und meist parallel
zu den vermuteten, fibrillären Kollagenstrukturen orientiert waren. Zwischen der Kontrollvariante
ohne und der „insitu“-modifizierten Variante mit Heparin waren keine Unterschiede in der Mor-
phologie und Form der Kristallplättchen bzw. in ihrer Verteilung zu erkennen. Einzig die Anord-
nung der Kristallplättchen scheint bei der modifizierten Variante im Gegensatz zur Heparin-
freien Variante weniger orientiert zu sein.
Heparin hat somit offenbar keinen Einfluss auf die Morphologie und Form der HAP-Kristallite,
eher beeinflusst es die Anordnung der Kristallplättchen im Nanokomposit.
Abbildung 22: TEM-Aufnahmen von nicht kontrastierten Ultradünnschnitten von einem Heparin-freien
Scaffold (0) und einer “insitu”-modifizierten Variante (I-150) mit Heparin.
Zusätzlich konnte bei der Röntgenbeugungsanalyse (EDX) der TEM-Schnitte die Mineralpha-
sen der Heparin-freien als auch der „insitu“-modifizierten Variante eindeutig als HAP identifiziert
werden (Ergebnisse nicht gezeigt).
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Mineralgehalt der Scaffolds
Der Mineralgehalt der Scaffolds wurde bestimmt, um zu untersuchen, ob die Modifizierung mit
Heparin einen Einfluss auf die Zusammensetzung (anorganische/organische Phase) der Scaf-
folds hatte. Tabelle 22 zeigt den Gehalt an anorganischen (Mineral) und organischen Phasen
(Kollagen/Heparin) aller Varianten. Im Gegensatz zu der Heparin-freien Variante war die anor-
ganische Phase der „insitu“-modifizierten Varianten um bis zu 3,8% erhöht. Bei den „post“-
modifizierten Varianten war der Mineralanteil im Vergleich zur Heparin-freien Variante um bis zu
5,3% reduziert und damit die organische Phase durch die nachträgliche Zugabe von Heparin
mengenmäßig leicht erhöht. Mit zunehmender Heparinkonzentration schien tendenziell bei den
„insitu“-Varianten der Mineralanteil zuzunehmen, wohingegen die Zunahme der Heparinmenge
zu einer Abnahme der Mineralteile bei den „post“-modifizierten Scaffolds führte.
Tabelle 22: Anorganische und organische Phasenanteile von Heparin-freien und modifiz. Scaffolds (n=4)
Variante Anorganische Phase Organische Phase
0 64,9 ± 2,9% 37,2 ± 2,9%
I-30 66,8 ± 2,9% 33,2 ± 2,9%
I-75 65,5 ± 2,0% 34,5 ± 2,0%
I-150 67,7 ± 4,9% 32,3 ± 4,9%
P-30 64,2 ± 3,6% 35,8 ± 2,9%
P-75 63,1 ± 4,1% 36,9 ± 2,0%
P-150 59,6 ± 1,9% 40,6 ± 4,9%
4.1.3 Bestimmung der mechanischen Kenngrößen
Die mechanischen Eigenschaften der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen (Heparin-frei und
modifiziert, exemplarisch anhand der Varianten I-150 und P-150) wurden im nassen sowie im
trockenen Zustand untersucht. Hierbei wurde die Steifigkeit (E-Modul) sowie die Druckfestigkeit
bei 20% Kompression ermittelt. Dabei wurde nachgewiesen, dass die Druckfestigkeit der
„insitu“-modifizierten Variante höher war, als die der Heparin-freien und der „post“-modifizierten
Variante.
Die Variante I-150 wies im nassen Zustand einen signifikant höheren Elastizitätsmodul von
140 kPa auf, im Vergleich zur Heparin-freie Variante mit 90 kPa und der Variante P-150 mit
80 kPa (Abbildung 23 A). In Abbildung 23 B ist der Elastizitätsmodul der Proben im trockenen
Zustand dargestellt. Dabei war die Steifigkeit mit ca. 3,4 MPa (I-150 und 0) signifikant höher als
bei der Variante P-150 mit ca. 2,3 MPa.
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Abbildung 23: Elastizitätsmodul von Heparin-freien und modifizierten Scaffolds (n=10, Mittelwert ± Stabw,
*p<0,05). A) von nassen Scaffolds (für 24 h in SBF gelagert), B) von trockenen Scaffolds.
Des Weiteren wurde die Druckspannung der Scaffolds bei einer Kompression von 20% in Rich-
tung der Zylinderachse bestimmt. Die Druckspannung der Variante I-150 war mit einem Wert
von ca. 13 kPa im nassen Zustand (Abbildung 24 A) mit einem Unterschied von ca. 30% signifi-
kant höher als bei den Varianten P-150 und der Heparin-freien Variante. Bei der Messung der
Druckspannung von trockenen Scaffolds (B) war der Unterschied zwischen der Variante I-150
und den beiden anderen um ca. 15% geringer, aber immer noch signifikant höher.
Abbildung 24: Druckspannung von Heparin-freien und modifizierten Scaffolds bei einer Kompression
von 20% (n=10, Mittelwert ± Stabw, *p<0,05). A) von nassen Scaffolds (für 24 h in SBF gelagert), B)
von trockenen Scaffolds.
4.1.4 Zellbiologische Charakterisierung der Heparin-modifizierten Scaffolds
Die Biokompatibilität der Heparin-modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen im
Vergleich zu Heparin-freien Scaffolds wurde anhand von in vitro Zellversuchen untersucht.
hMSC wurden auf den verschiedenen Scaffoldvarianten z.T. unter Zugabe von osteogenen
Supplementen kultiviert. In den Versuchen wurden die Proliferation und die osteogene Diffe-
renzierung der Zellen auf den Scaffolds sowie deren Vitalität und Verteilung im Scaffold un-
tersucht.
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Vitalität und Verteilung der Zellen in den Scaffolds
An den Zeitpunkten Tag 1, 14 und 28 wurde die Vitalität der Zellen auf den Scaffolds sowie die
Zellverteilung im Scaffold mittels MTT und REM untersucht.
In Abbildung 25 ist die MTT-Färbung von ausgewählten Varianten mit und ohne Heparin darge-
stellt; für die Abbildung wurden nur die Ergebnisse der Modifikationen mit dem höchsten Hepa-
ringehalt ausgewählt. Die nicht dargestellten Varianten zeigten ein ähnliches Bild. Es war deut-
lich zu erkennen, dass die Zellen am Tag 1 metabolisch aktiv sind, sich aber an der Be-
siedelungsoberfläche befanden. Ein Unterschied zwischen den Varianten war nicht erkennbar.
Nach 14 Tagen Kultivierungszeit hatte sich die Zelldichte stark erhöht. Dies war erkennbar
durch eine intensivere violette Färbung. Das Einwachsen von Zellen in das Scaffold führte zu
einer starken Färbung, mit Ausnahme des unteren Drittels, der Scaffolds. Es schienen sich
deutlich mehr Zellen in den beiden Heparin-modifizierten Varianten zu befinden als auf der He-
parin-freien Variante. Am Tag 28 waren alle Scaffolds vollständig mit Zellen bewachsen. Ein
Unterschied zwischen den Varianten war nicht erkennbar.
Es konnte nachgewiesen werden, dass die Dichte an vitalen Zellen in den untersuchten Scaf-
folds mit fortschreitender Inkubationszeit kontinuierlich zunahm.
Abbildung 25: MTT-Färbung von zellbesiedelten Scaffolds nach einer Kultivierungsdauer von 1, 14 und
28 Tagen. Intensive Violett-Färbung nach 4 h Inkubationszeit mit einer MTT-Färbelösung visualisiert me-
tabolisch aktive Zellen. Varianten ohne Heparin (0) und mit der höchsten Heparinkonzentration (I-150 und
P-150) sind als Querschnitt (linke Bildreihen) und als gesamtes Scaffold (rechte Bilderreihen) dargestellt.
Des Weiteren wurde die Zellverteilung in den Scaffolds anhand von Querschnitten mit Hilfe der
Rasterelektronenmikroskopie untersucht. Aufgrund der ähnlichen Zellverteilung in den
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Varianten werden exemplarisch die Heparin-freie Variante (0) und die Varianten mit dem höchs-
ten Heparingehalt (I-150 und P-150) am Tag 1, 14 und 28 dargestellt. Es wurden Scaffoldquer-
schnitte ausgewählt, um eine bessere Sichtbarkeit der Unterschiede zwischen den Varianten zu
ermöglichen. Da sich bereits nach 14-tägiger Inkubation ein Zellrasen auf der Oberfläche der
Scaffolds gebildet hatte (Ergebnisse nicht dargestellt).
Am Tag 1 sind bei den Varianten bei 1000-facher Vergrößerung nur sehr wenige Zellen im
Querschnitt zu erkennen (siehe Abbildung 26). Nach 14-tägiger Kultivierung konnten mehr Zel-
len detektiert werden, welche bereits eine extrazelluläre Matrix gebildet hatten. Im Vergleich zur
Heparin-freien Variante scheinen die Zellen in den beiden Heparin-modifizierten Scaffolds I-150
und P-150 mehr Matrix gebildet zu haben. Am Tag 28 hatte sich die Zelldichte erhöht und damit
auch die von den Zellen gebildete Matrix. Scheinbar gab es keine großen Unterschiede in der
Zellverteilung zwischen den Varianten mit Heparin und im Vergleich zur Heparin-freien Variante
zu geben. Die Zellen zeigten auf den unterschiedlichen Varianten eine ähnlich typische Morpho-
logie von ausgebreiteten Zellen zwischen den Poren.
Abbildung 26: Verteilung von hMSC im Querschnitt von Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen am Tag 1,
14 und 28 untersucht mittels REM-Aufnahmen. Dargestellte Varianten „0“, „I-150“ und „P-150“ bei 1000x
Vergrößerung.
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Proliferation
Die Proliferation der Zellen in den Scaffolds wurde untersucht, in dem die Zellzahl zu den Kulti-
vierungszeitpunkten Tag 1, 7, 14, 21 und 28, unter Zugabe von osteogenen Supplementen
[+OS] und ohne diese [-OS], bestimmt wurde. In Abbildung 27 ist eine Zunahme der Zellzahl
über den Kultivierungszeitraum für alle getesteten Varianten („0“, „insitu“- und „post“-
modifizierte Varianten) ersichtlich. Abbildung 27 A und B stellt die Proliferation der Zellen auf
„insitu“-modifizierten Varianten dar. Hierbei war die Zellzahl bei den „insitu“-modifizierten Vari-
anten ohne Zugabe (A) und mit Zugabe von osteogenen Supplementen (B) zu jedem gemesse-
nen Zeitpunkt höher (meist signifikant) als bei der Heparin-freien Variante. Eine Tendenz bei
den Varianten mit einem unterschiedlichen Heparingehalt war jedoch nicht ersichtlich. In Abbil-
dung 27 C und D ist die Zellproliferation auf „post“-modifizierten Varianten im Vergleich zur He-
parin-freien Variante dargestellt. Die Zellzahl auf den „post“-modifizierten Varianten war ohne
(C) und mit Zugabe von osteogenen Supplementen (D) zu allen untersuchten Zeitpunkten hö-
her (meist signifikant) als bei der Heparin-freien Variante. Die unterschiedlichen Mengen an
eingesetztem Heparin schienen keinen Einfluss zu haben. Es waren keine tendenziellen Unter-
schiede zwischen den einzelnen „post“-modifizierten Varianten zu erkennen. Wie auch bei den
„insitu“-modifizierten Varianten war unter Zugabe von osteogenen Supplementen die Zunahme
der Zellzahl höher als ohne Supplemente.
Abbildung 27: Zellproliferation auf Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem
Kollagen über einen Zeitraum von 28 Tagen (n=3, Mittelwert ± Stabw, *p<0,05). A) „insitu“-modifizierte
Varianten ohne Zugabe [-OS], B) „insitu“-modifizierte Varianten mit Zugabe von osteogenen Supplemen-
ten im Medium [+OS], C) „post“-modifizierte Varianten [-OS] und D) „post“-modifizierte Varianten [+OS].
Scaffolds wurden mit 5×10
4
Zellen besiedelt.
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Osteogene Differenzierung
In Abbildung 28 ist die osteogene Differenzierung anhand der spezifischen ALP-Aktivität von
Zellen, gemessen nach einer Kultivierungsdauer von 1, 7, 14, 21 und 28 Tagen, dargestellt. Für
alle Varianten war die spezifische ALP-Aktivität der osteogen induzierten Zellen [+OS] deutlich
höher als die der nicht induzierten Zellen [-OS]. Es wurden signifikante Unterschiede in der
ALP-Aktivität zwischen der Heparin-freien Variante und den modifizierten Scaffolds zu den ge-
messenen Zeitpunkten gefunden. Hierbei war die ALP-Aktivität der Heparin-modifizierten Vari-
anten im Vergleich zur Heparin-freien Variante deutlich erhöht.
Aufgrund der geringen Zellzahl am Tag 1 schien die spezifische ALP-Aktivität der nicht osteo-
gen-induzierten Zellen etwas erhöht, nahm aber mit Zunahme der Zellzahl an späteren Zeit-
punkten ab. Für die Zellen, welche ohne Zugabe von osteogenen Supplementen [-OS] kultiviert
wurden (Abbildung 28 A und C), gab es Unterschiede in der ALP-Aktivität zwischen der Hepa-
rin-freien Variante und den „insitu“ (A)- bzw. „post“ (C)-modifizierten Varianten. Die ALP-Aktivität
nahm während der Kultivierungsdauer von 28 Tagen kontinuierlich ab. Ab Tag 7
(A) zeigte sich, dass Zellen, besiedelt auf der Variante I-150, eine signifikant höhere ALP-
Aktivität aufwiesen als Heparin-freie und Heparin-modifizierte (I-30 und I-75) Varianten. Bei Zel-
len besiedelt auf „post“-modifizieren Varianten war die ALP-Aktivität tendenziell (meist signifi-
kant) höher als bei der Heparin-freien Variante.
Mit Zugabe der osteogenen Supplemente nach 3 Tagen nahm die ALP-Aktivität der Zellen zu
und führte zu signifikanten Unterschieden zwischen den „insitu“-modifizierten Varianten
(Abbildung 28 B). Am Tag 7 war die ALP-Aktivität der Heparin-freien Variante in einem ähnli-
chen Bereich wie bei I-30. Allerdings war die ALP-Aktivität bei der Variante mit dem höchsten
Heparingehalt (I-150), im Vergleich zur Heparin-freien Variante und I-30, signifikant höher. Am
Tag 14, 21 und 28 war die ALP-Aktivität der „insitu“-modifizierten Varianten im Vergleich zur
Heparin-freien Variante meist signifikant größer. Am deutlichsten wurde dies am Tag 21, bei
dem die Heparin-freie Variante einen Wert von 1,5 µmol/pNP/30min/106 Zellen aufwies, im Ge-
gensatz zur Variante I-150 mit einem Wert von 7,8 µmol/pNP/30min/106 Zellen. Innerhalb der
Varianten mit unterschiedlichen Heparinkonzentrationen zeigte sich die Tendenz, dass mit stei-
gender Heparinkonzentration auch die ALP-Aktivität zunahm.
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Abbildung 28: Spezifische ALP-Aktivität von hMSC, kultiviert in Heparin-freien und Heparin-modifizierten
Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen, zu den Zeitpunkten Tag 1, 7, 14, 21 und 28 (n=3, Mittelwert ±
Stabw, *p<0,05). A) „insitu“-modifizierte Varianten ohne Zugabe [-OS], B) „insitu“-modifizierte Varianten
mit Zugabe von osteogenen Supplementen im Medium [+OS], C) „post“-modifizierte [-OS] und D) „post“-
modifizierte Varianten [+OS].
Bei den „post“-modifizierten Varianten (Abbildung 28 D) zeigte sich ein ähnliches Ergebnis, bei
dem die ALP-Aktivität der modifizierten Varianten ab Tag 7 signifikant höher war als die der
Heparin-freien Variante. Der größte Unterschied in der ALP-Aktivität wurde am Tag 21
detektiert, bei dem die Variante P-75 im Vergleich zur Heparin-freien Variante eine 4-mal so
hohe ALP-Aktivität aufwies. Allerdings ist die Korrelation zwischen der ALP-Aktivität und dem
Heparingehalt bei den „post“-modifizierten Varianten nicht so eindeutig wie bei den „insitu“-
Modifikationen. Am Tag 7 weist P-30 die höchste ALP-Aktivität der Varianten auf, am Tag 14
und 21 die Variante P-75 und am Tag 28 die Variante P-150.
4.1.5 Funktionalisierung mit VEGF
Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen wurden mit Heparin modifiziert, um einerseits Proteine
aus dem Medium zu binden, um die Adhäsion, Proliferation und Differenzierung der Zellen zu
fördern (siehe 4.1.4). Es ist bekannt, dass Heparin Wachstumsfaktoren wie VEGF spezifisch
bindet, somit diente die Heparin-Modifizierung andererseits zur Bindung und konstanten Frei-
setzung des in dieser Arbeit verwendeten Wachstumsfaktors VEGF-A165. Im Gegensatz zu ei-
ner Konzentrierung des Wachstumsfaktors als Depot im Scaffold (siehe 4.2), wurden die Scaf-
folds in diesem Abschnitt homogen mit VEGF beladen. Das Ziel war es, die Bindungsaffinität
des Wachstumsfaktors VEGF mit Hilfe der Heparin-Modifizierung zu erhöhen und damit die
Freisetzung zu verzögern, so dass der Faktor langanhaltend und möglichst konstant freigesetzt
werden kann.
VEGF-Bindung und -Freisetzung
Es wurde untersucht, inwieweit die Heparin-modifizierten Scaffolds den eingesetzten Wachs-
tumsfaktor VEGF binden und über einen Zeitraum von 28 Tagen wieder freisetzen.
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Nach der Beladung der Scaffolds mit 200 ng VEGF wurden sie mehrfach mit Freisetzungs-
medium gespült. In dieser Spüllösung wurde das ungebundene VEGF mittels ELISA quantifi-
ziert (siehe Abbildung 29). Im Gegensatz zu der Heparin-freien Variante, bei der 9% (18 ng
VEGF) der initial eingesetzten VEGF-Menge nicht gebunden hat, wurde bei den Heparin-
modifizierten Varianten „insitu“ und „post“ signifikant mehr VEGF gebunden. Es fand sich in den
Überständen nur 0,3 bis 1,5 ng ungebundenes VEGF/ml.
Abbildung 29: Quantifizierung des ungebundenen VEGF mittels ELISA. Scaffolds wurden mit 200 ng
VEGF beladen und nach 12 h Inkubation gespült (n=4, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05).
Um die Freisetzungskinetik des Wachstumsfaktors VEGF zu bestimmen, wurden die Heparin-
freie Variante und die mit Heparin-modifizierten Scaffolds für 7 Tage unter Zellkulturbedingun-
gen inkubiert. Erstmals nach 2 h und anschließend aller 24 h wurde das Freisetzungsmedium
(1 ml) ausgetauscht.
In Abbildung 30 ist die tägliche und die kumulative VEGF-Freisetzung aus den Scaffolds darge-
stellt. Die gemessenen Werte sind im Anhang zusammengefasst.
Abbildung 30 A) zeigt die tägliche Freisetzung von VEGF aus den „insitu“-modifizierten Scaf-
folds im Vergleich zu Heparin-freien Scaffolds. Hierbei war die VEGF-Freisetzung von der He-
parin-freien Variante zu allen gemessenen Zeitpunkten (bis auf Tag 7) signifikant höher als bei
Varianten modifiziert mit Heparin. Innerhalb der ersten 3 Tage war ein hoher „initial burst“ mit
bis zu 71 ng VEGF/ml am Tag 1 zu erkennen, wohingegen die initiale Freisetzung bei der Vari-
ante I-30 mit 12 ng VEGF/ml stark reduziert wurde. Bei den Varianten mit höheren Heparinkon-
zentrationen war am Tag 1 kein „initial burst“ vorhanden und dementsprechend wurde nur we-
nig VEGF freigesetzt (I-75 mit 4 ng und I-150 mit 2,5 ng VEGF/ml). Wird der Verlauf der VEGF-
Freisetzung bis zum Tag 7 betrachtet, so nahm die Freisetzung bei der Heparin-freien Variante
kontinuierlich ab und bei den Heparin-modifizierten Varianten blieb sie annähernd konstant,
wobei bei der Variante I-30 tendenziell mehr freigesetzt wurde als bei den beiden anderen Vari-
anten.
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In Abbildung 30 B) ist die VEGF-Freisetzung aus „post“-modifizierten Varianten zu erkennen. Es
zeigte sich ein ähnliches Bild wie bei den „insitu“-Varianten. Bis zum Tag 6 setzte die Heparin-
freie Variante im Vergleich zu Heparin-modifizierten Varianten („post“) signifikant mehr frei.
Auch hier gab es im Gegensatz zur Heparin-freien Variante keinen „initial burst“. Die Freiset-
zung am Tag 1 unterschied sich bei allen Heparin-Varianten kaum, während sie über den Zeit-
raum von 7 Tagen bei P-30 (geringste eingesetzte Heparinkonzentration) fast doppelt so hoch
war wie bei den Varianten P-75 und P-150.
Die Heparin-Modifizierung („insitu“ und „post“) der Scaffolds bewirkte, durch die erhöhte Bin-
dungsaffinität des beladenen Wachstumsfaktors, eine stark reduzierte initiale und eine an-
schließend konstante Freisetzung im Gegensatz zur Heparin-freien Variante.
Die kumulative VEGF-Freisetzung in Abbildung 30 C und D ist für die Heparin-modifizierten
Varianten ähnlich. Allerdings ist der Unterschied zwischen den verschiedenen Heparinkonzent-
rationen (30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.) der „insitu“-modifizierten Scaffolds im Ver-
gleich zu den „post“-modifizierten Varianten deutlicher. Insbesondere setzte die Variante I-30
mehr VEGF über den Zeitraum frei als die „post“-modifizierte Variante P-30.
Im Vergleich zur Heparin-freien Variante, bei der über den gemessenen Zeitraum von 7 Tagen
die initial eingesetzte VEGF-Menge fast vollständig freigesetzt wurde, wurden aus den modifi-
zierten Varianten nur zwischen 12 und 25% VEGF freigesetzt. Auch die Freisetzungskinetik war
zwischen der Heparin-freien Variante und den Heparin-modifizierten Varianten sehr unter-
schiedlich.
Bei den „insitu“-Varianten (C) zeigte sich deutlich eine Abhängigkeit der VEGF-Freisetzung von
der eingesetzten Heparinkonzentration. Während bei der Variante I-30, mit der geringsten He-
parinkonzentration, nach 7 Tagen 56 ng VEGF freigesetzt wurde, wurde nur 36 ng aus der Va-
riante I-75 und 26 ng VEGF bei der Variante I-150 freigesetzt. Dagegen war das Ergebnis bei
der VEGF-Freisetzung von den „post“-modifizierten Varianten (D) etwas unterschiedlich. Wäh-
rend die Menge bei den Varianten P-75 und P-150 mit 30 ng bzw. 27 ng VEGF annährend
gleich und ähnlich zu den entsprechenden „insitu“-modifizierten Varianten war, war die freige-
setzte Menge mit insgesamt 40 ng VEGF bei der Variante P-30 deutlich niedriger als bei der
Variante I-30.
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Abbildung 30: VEGF-Freisetzung von Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds über 7 Tage.
Beladung der Scaffolds mit 200 ng VEGF über Nacht; ungebundenes VEGF wurde durch Spülen entfernt.
Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in 1 ml Freisetzungsmedium untersucht. Ein Wechsel
des Medium wurde zuerst nach 2 h, dann alle 24 h durchgeführt und mittels ELISA quantifiziert (n=4,
Mittelwert ± Stabw). Beide Modifizierungen „insitu“ und „post“ hatten einen signifikanten Einfluss auf die
Freisetzung; bei der kumulativen Freisetzung bestand zu jedem Zeitpunkt ein signifikanter Unterschied
zur Heparin-freien Variante (*p < 0,05). A) tägliche Freisetzung bei den „insitu“-modifizierten Varianten, B)
tägliche Freisetzung bei den „post“-modifizierten Varianten, C) kumulative Freisetzung bei den „insitu“-
modifizierten Varianten und D) kumulative Freisetzung bei den „post“-modifizierten Varianten.
Tendenziell zeigten die Ergebnisse der VEGF-Freisetzung, dass je mehr Heparin durch die Mo-
difizierung an den Scaffolds gebunden wurde, desto geringer war die Menge an freigesetztem
VEGF. Bei der Heparin-freien Variante wurde anfangs sehr viel, an späteren Zeitpunkten weni-
ger freigesetzt, während bei den modifizierten Varianten eine verzögerte Freisetzung über den
gemessenen Zeitraum zu erkennen war.
Wie unter 4.1.1 bereits beschrieben, kam es bei der Heparinbindung am Scaffold zu Unter-
schieden zwischen den verschiedenen Kollagenchargen. In Wiederholungsexperimenten zur
VEGF-Freisetzung wurden starke Schwankungen festgestellt, welche sich in einer verminderten
Menge an insgesamt freigesetztem VEGF aber auch in der täglichen Freisetzung aus Heparin-
freien und Heparin-modifizierten Scaffolds wiederspiegelten. Besonders traten die Abweichun-
gen bei Scaffolds aus verschiedenen Kollagenchargen auf. Im Anhang werden die Ergebnisse
der Wiederholungsversuche aufgelistet. Des Weiteren wurde die VEGF-Freisetzung mit
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Heparin-modifizierten Scaffolds über 28 Tage unter Zellkulturbedingungen durchgeführt. Im
Vergleich zu dem Experiment mit den Ergebnissen aus Abbildung 30, welches mit Scaffolds der
Charge I-60 durchgeführt wurde, war die tägliche Freisetzung aus allen getesteten Varianten
(Heparin-frei, „insitu“- und „post“-modifiziert) mit Scaffolds der Charge I-79 tendenziell geringer
und nach 7 Tagen wurde somit kumulativ weniger freigesetzt. In diesem VEGF-
Freisetzungsexperiment über 28 Tage wurde VEGF, im Vergleich zu Heparin-freien Scaffolds,
ebenfalls verzögert aus „insitu“- und „post-„modifizierten Scaffolds freigesetzt. Bei den Heparin-
modifizierten Scaffolds war die Freisetzung im Gegensatz zur Heparin-freien Variante über 28
Tage langanhaltend und relativ konstant.
Abbildung 31 A zeigt die absoluten Werte der VEGF-Freisetzung aus Heparin-freien und „insi-
tu“-modifizierten Varianten über einen Zeitraum von 28 Tagen (links: ersten 7 Tage, rechts:
über 28 Tage). Im Gegensatz zur Heparin-freien Variante, mit einem hohen „initial burst“ in den
ersten zwei Tagen und eine kontinuierliche Abnahme der freigesetzten Menge über den Zeit-
raum von 28 Tagen, wurde nur bei I-30 ein geringer „inital burst“ nachgewiesen. Die Freiset-
zungskinetik der „insitu“-modifizierten Varianten zeichnete sich durch eine relativ konstant frei-
gesetzte VEGF-Menge über 28 Tage aus. Bei I-30 war die freigesetzte VEGF-Menge tenden-
ziell höher als bei I-75 und diese wiederum setzte etwas mehr VEGF frei als I-150. Scheinbar
verzögert sich die VEGF-Freisetzung mit zunehmendem Heparingehalt aus den Scaffolds.
Die absoluten Werte der VEGF-Freisetzung aus „post“-modifizierten Scaffolds sind in Abbildung
31 B dargestellt. Eine hohe initiale Freisetzung, wie bei der Heparin-freien Variante, war bei
allen „post“-modifizierten Varianten nicht vorhanden. Die VEGF-Freisetzung aus den Heparin-
modifizierten Varianten war über den Zeitraum von 28 Tagen relativ konstant, wohingegen sie
bei der Heparin-freien Variante ab Tag 1 kontinuierlich abnahm. Die Variante P-30, mit dem
geringsten Heparingehalt, setzte mehr VEGF zu den gemessenen Zeitpunkten frei, als die Vari-
anten P-75 und P-150 mit einer höheren Heparinmenge. Die Varianten P-75 und P-150 unter-
schieden sich in der täglichen VEGF-Freisetzung nur gering voneinander.
Im Gegensatz zu den „insitu“-modifizierten Varianten, war die VEGF-Freisetzung aus „post“-
modifizierten Varianten geringer und die Varianten P-75 und P-150 unterschieden sich kaum in
ihrer Freisetzung, während es bei den „insitu“-modifizierten Varianten größere Unterschiede in
der Freisetzung zwischen den einzelnen Varianten gab.
In Abbildung 31 C und D ist die kumulative Freisetzung aus den Heparin-freien und Heparin-
modifizierten Varianten zu sehen. Durch die „insitu“-Modifizierung mit Heparin (C) verzögerte
sich die VEGF-Freisetzung aus den Scaffolds gegenüber der Heparin-freien Variante. Bei die-
ser wurden nach 28 Tagen 75 ng VEGF freigesetzt, welches 37,5% der initialen Menge ent-
spricht, während es bei I-30 nur 55 ng VEGF (27,5% der initialen Menge) waren. Die Variante
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I-75 setzte ähnlich viel frei wie I30. Allerdings wurde mit 30 ng VEGF erheblich weniger VEGF
aus der Variante, mit dem meisten Heparingehalt, I-150 freigesetzt. Bei den „post“-modifizierten
Varianten verzögerte sich ebenso die VEGF-Freisetzung gegenüber der Heparin-freien Variante
(D). Auch hier setzte die Variante, mit dem geringsten Heparingehalt, P-30 mit 35 ng VEGF,
entspricht 17,5% der initialen Menge, am meisten von den „post“-modifizierten Varianten frei.
Die Variante P-150 wies hingegen nur eine Freisetzung von 20 ng VEGF nach 28 Tagen auf.
Es konnte gezeigt werden, dass Heparin-freie Scaffolds VEGF sehr schnell freisetzen und die
freigesetzte Menge ab Tag 1 kontinuierlich abnahm. Tendenziell konnte gezeigt werden, dass
mit höherem Heparingehalt in den Scaffolds die VEGF-Freisetzung verzögert wurde. Die Kinetik
war geprägt von einer konstanten und kontinuierlichen VEGF-Freisetzung. Allerdings setzten
„insitu“-modifizierte Scaffolds mehr VEGF frei als „post“-modifizierte Scaffolds.
Abbildung 31: VEGF-Freisetzung aus Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds über 28 Tage.
Die Scaffolds wurden mit 200 ng über Nacht beladen und ungebundenes VEGF wurde durch Spülen
entfernt. Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in 1 ml Freisetzungsmedium untersucht. Ein
Wechsel des Mediums wurde zuerst nach 2h, dann alle 24 h durchgeführt und mittels ELISA quantifiziert
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Für den frühen (nach 24 h) und den späteren Zeitpunkt (am Tag 7) wurde ersichtlich, dass das
von allen Scaffoldvarianten freigesetzte VEGF biologisch aktiv war und die Zellproliferation för-
derte. Das nach 24 h entnommene Freisetzungsmedium führte, sowohl bei der Heparin-freien
als auch bei den „insitu“-modifizierten Varianten, zu einer starken Steigerung der Zellzahl
(Abbildung 33 A). Allerdings war die Zunahme der Zellproliferation, mit ca. 4,5 bei der Heparin-
freien Variante und 3,8 bei der geringsten Heparinvariante (I-30), signifikant höher als bei den
Varianten I-75 (mit 2,1) und I-150 (mit 1,7), welche einen höheren Heparingehalt aufwiesen.
Das nach 7 Tagen entnommene Freisetzungsmedium führte zu einem deutlich geringeren An-
stieg der Zellzahl bei der Heparin-freien Variante gegenüber den „insitu“-modifizierten Varian-
ten. Signifikant unterschied sich die Variante I-30 (mit einem Wert von 2,5) gegenüber der He-
parin-freien Variante (mit einem Wert von 1,3). Bei den Varianten I-75 und I-150 lag der Wert
mit 2,1 ebenfalls höher als bei der Heparin-freien Variante.
Auch das von den „post“-modifizierten Varianten freigesetzte VEGF war sowohl nach 24 h als
auch nach längerer Inkubationszeit von 7 Tagen immer noch biologisch aktiv. Abbildung 33 B
zeigt die Zunahme der Zellproliferation der „post“-modifizierten Varianten. Das nach 24 h ent-
nommene Freisetzungsmedium der Heparin-freien Variante steigerte signifikant die Zellzahl (mit
einem Wert von 4,5) im Vergleich zu den „post“-modifizierten Varianten (mit Werten von 2,5 (P-
30); 2,2 (P-75) und 2,8 (P-150)). Der Anstieg der Zellzahl nach Inkubation in entnommenem
Freisetzungsmedium am Tag 7 war bei der Heparin-freien Variante (mit einem Wert von 1,3)
ähnlich gering wie bei der höchsten Heparinvariante P-150, aber deutlich geringer (nicht signifi-
kant) gegenüber den Varianten P-30 (mit einem Wert von 2,0) und P-75 (mit einem Wert von
2,1).
Abbildung 33: Biologische Aktivität des von Scaffolds freigesetzten VEGF zu den Zeitpunkten 24 h und
7 d. Angegeben wird die n-fache Zunahme der Zellzahl im Vergleich zu VEGF-freien Kontrollen. Der An-
stieg der Zellzahl, gemessen anhand der DNA der Zellen nach dreitägiger Inkubation, wurde von den
Kontrollen (Medium der Scaffolds ohne VEGF) auf den Wert 1 gesetzt und mit der Zunahme der Zellzahl,
welche mit freigesetztem Medium von den Scaffolds mit VEGF inkubiert wurden, ins Verhältnis gesetzt.
Ein Wert über 1 zeigt somit die Zunahme der Zellzahl aufgrund der biologischen Aktivität des freigesetz-
ten VEGF an (n=4, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05). A) „insitu“-modifizierte und B) „post“-modifizierte Scaf-
folds.
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Biologische Aktivität des freigesetzten VEGF
Um die biologische Aktivität des VEGF aus Freisetzungsmedium nach längerer Inkubations-
dauer (nach 7 Tagen) näher zu untersuchen, wurde die mitogene Aktivität auf Endothelzellen im
Vergleich mit „frisch“ dazugegebenen VEGF getestet. Zusätzlich wurde der Einfluss von Hepa-
rin auf die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF getestet.
Um die Kalibriergerade zu erstellen, wurden Zellen mit definierten VEGF-Konzentrationen (im
Bereich von 0-7 ng VEGF/ml) kultiviert und die Zunahme der Zellproliferation bestimmt. Die so
bestimmte Zunahme der Zellzahl, in Abhängigkeit der VEGF-Konzentration, wurde mit der Zu-
nahme der Zellzahl, welche mit freigesetztem VEGF von den Scaffoldvarianten kultiviert wurden
und die mittels ELISA quantifizierte freigesetzte Menge an VEGF, verglichen. Diese Vorge-
hensweise ist in Abbildung 34 schematisch dargestellt.
Abbildung 34: Schematische Darstellung zur Bestimmung der biologischen Aktivität von freigesetztem
VEGF aus Heparin-freien und Heparin-modifizierten Varianten und des Einflusses der VEGF-Menge so-
wie der Heparin-Modifikation auf die Zunahme der Zellzahl durch Vergleich mit einer Kalibriergeraden mit
definierten VEGF-Konzentrationen im Bereich von 0-7 ng/ml.
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Der Vergleich der proliferationsfördernden Wirkung von frischem VEGF (Kalibriergeraden) mit
der von den Scaffolds freigesetztem VEGF zeigt Abbildung 35. Dazu wurde die Steigerung der
Zellproliferation mit entsprechender VEGF-Konzentration aus freigesetztem Medium am Tag 7
aufgetragen.
Während das freigesetzte VEGF der Heparin-freien Variante im Bereich von 2 ng/ml kaum ei-
nen Effekt auf die Zunahme der Zellproliferation hatte und im Vergleich zum „frischen“ VEGF
(Kalibriergerade) eine verminderte Zunahme der Zellzahl aufwies, war das freigesetzte VEGF
aus Heparin-modifizierten Varianten effektiver. Ein deutlicher Effekt war bei freigesetztem
VEGF aus „insitu“-modifizierten Varianten auf die mitogene Aktivität zu erkennen. Hierbei führte
das entnommene VEGF-Freisetzungsmedium zu einem stärkeren Anstieg der Zellproliferation
gegenüber freigesetztem VEGF von Heparin-freien und „post“-modifizierten Varianten und fri-
schem VEGF (die Werte lagen deutlich „oberhalb“ der Kalibriergeraden). Bei der Variante I-30
schien der Effekt am höchsten zu sein und die Zellzahl nahm, im Vergleich zur Zellzahl ermittelt
mit der Kalibrierungsgeraden und einer gleichen VEGF-Konzentration von 2,5 ng/ml, zu.
Die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF aus „post“-modifizierten Varianten war im Ge-
gensatz zur Heparin-freien Variante erhöht und führte zu einer leicht gesteigerten Zunahme der
Zellproliferation. Im Vergleich zu frischem VEGF hatte das entnommene VEGF im Freiset-
zungsmedium allerdings eine weniger proliferationsfördernde Wirkung.
Bei frisch dazugegebenem VEGF war die mitogene Aktivität des freigesetzten VEGF gegenüber
der Heparin-freien Variante weniger aktiv. Bei den Heparin-modifizierten Varianten scheint das
am Scaffold gebundene Heparin einen positiven Effekt auf die Erhöhung der Zellzahl durch das
freigesetzte VEGF zu haben. Die „insitu“-Modifizierungen hatten dabei den größten Effekt und
führten sogar zu einer gesteigerten Zunahme der Zellzahl im Vergleich zum „frischen“ VEGF.
Die unterschiedlichen Heparinkonzentrationen (30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.) der
modifizierten-Scaffolds schienen keinen Einfluss auf die biologische Aktivität des entnommenen
VEGF-haltigen Freisetzungsmedium zu haben.
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4.2 Entwicklung von einem zentralen Depot in Scaffolds aus minera-
lisiertem Kollagen
Für die Funktionalisierung der Scaffolds mit einem Wirkstoffdepot wurden verschiedene Kom-
ponenten (überwiegend biopolymere Hydrogelsubstanzen) mit dem Modellwachstumsfaktor
VEGF-A165 beladen und anschließend in das Innere der Scaffolds injiziert. Das Ziel dieser Funk-
tionalisierung sollte sein, durch die unterschiedliche Zusammensetzung der Depots die Frei-
setzung des Wachstumsfaktors über einen längeren Zeitraum zu beeinflussen. Zur Etablierung
eines Wirkstoffdepots wurden verschiedene Grundkomponenten (Heparin, Alginat, Hyaluron-
säure und Methylcellulose) verwendet. Es wurden zudem auch Kombinationen aus diesen
Materialien als Depot genutzt. In vivo soll das System aus Scaffold mit mineralisiertem Kollagen
und Wirkstoffdepot chemoattraktiv auf Zellen aus der Umgebung wirken, um diese anzulocken
und in das Scaffold migrieren zu lassen (siehe Abbildung 36), damit eine schnellere Defekt-
heilung erfolgen kann. Dazu wurde im Labor getestet, ob bei einer Besiedlung der Scaffoldober-
fläche mit Endothelzellen eine gerichtete Migration in Richtung eines gebildeten Wirkstoff-
gradienten im Scaffold erfolgt.
Abbildung 36: Schematische Darstellung der Freisetzung des Modellfaktors VEGF aus einem zentralen
Wirkstoffdepot in vivo, welches in vitro in ein Scaffold aus mineralisiertem Kollagen injiziert wurde.
4.2.1 Etablierung eines zentralen Wirkstoffdepots
Als Komponenten für ein zentrales Wirkstoffdepot wurden Materialien ausgewählt (Heparin,
Alginat, Hyaluronsäure und Methylcellulose), welche bereits in Drug Delivery-Systemen zur
Anwendung kommen. Zunächst wurde untersucht, wie viel Lösung in ein Scaffold aus minerali-
siertem Kollagen mit den Maßen 8 mm Höhe und 6 mm im Durchmesser injiziert werden konn-
te, damit das Depot im Inneren nicht zu klein oder zu gross wird. Es wurden Volumina im Be-
reich von 5 bis 30 µm getestet (siehe Abbildung 37). Aufgrund der Größe und Form eines ver-
wendeten Volumens von 15 µl im Scaffoldlängsschnitt wurde diese Menge für die weiteren Ver-
suche ausgewählt.
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Abbildung 37: Gefärbtes Alginatgel, injiziert in Scaffolds aus mineralisiertem Kollgen. Menge des injizier-
ten Alginates von 5 bis 30 µl. Scaffolds hatten eine Höhe von 8 mm und einen Durchmesser von 6 mm.
Nachweis der Depotkomponenten im Scaffold
Die in der Arbeit verwendeten Depot-Varianten wurden in Gruppen gegliedert (siehe Tabelle
23), um die folgenden Ergebnisse systematisch darstellen zu können. In der Gruppe 2 wurden
die Hydrogelkomponente Alginat und Kombinationen mit dieser zusammengefasst. Bei diesen
war eine Vernetzung der Grundkomponente Alginat mit einer Calciumchlorid-Lösung möglich,
um das Depot zu stabilisieren.




VEGF in PBS/BSA keine
Gruppe 1 Heparin (1 mg/ml) keine
1% Hyaluronsäure
1% Methylcellulose
Gruppe 2 1% Alginat Vernetzung der Alginatkompo-
nente mit einer Calciumchlorid-
Lösung nach der Injizierung in
das Scaffold
1% Alginat + Heparin (1 mg/ml)
1% Alginat + 1% Hyaluronsäure
1% Alginat + 1% Methylcellulose
Um die in die Scaffolds injizierten Depotkomponenten nachzuweisen, wurden diese mit Hilfe
verschiedener Färbereagenzien angefärbt. Hierbei wurden die Scaffolds mit dem jeweiligen
Depot beladen und über einen Zeitraum von bis zu 28 d im Freisetzungsmedium gelagert, wel-
ches wie auch bei den VEGF-Freisetzungsversuchen zuerst nach 2 h, dann alle 24 h
gewechselt wurde. Für den Nachweis der Depotkomponenten wurden diese mit drei verschie-
denen Färbereagenzien behandelt (siehe Tabelle 24).
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1% Alginat + Heparin Alg + Hep
Alcianblau-Lösung 1% Hyaluronsäure HYA
Alcianblau-/DMMB-Lösung 1% Alginat + Hyaluronsäure Alg + HYA
Chlorzinkjod-Lösung 1% Methylcellulose MC
1% Alginat + 1% Methylcellulose Alg + MC
Die Kontrollvariante (ohne Depotkomponente; in diesem Versuch wurde nur eine Lösung aus
PBS/BSA ohne VEGF injiziert) wurde mit allen drei Färbereagenzien angefärbt und diente als
Negativ-Kontrolle. Zur besseren Übersicht ist in Abbildung 38 nur die mit DMMB gefärbte Kon-
trollvariante dargestellt.
In der Gruppe 1 zeigte sich, dass Heparin über den gesamten Zeitraum am Kollagenscaffold
gebunden hatte und mit einer gleichen Intensität nachweisbar war. Hyaluronsäure wurde nur
schwach mit Alcianblau angefärbt und war schwer nachweisbar. 10 min und 1 d nach Injektion
war die Komponente noch sichtbar, während diese nach 3 d nur noch schwach detektierbar und
nach 28 d nicht mehr nachweisbar war. Durch die fehlende Vernetzung von HYA diffundierte
diese vermutlich nach längerer Inkubationsdauer aus dem Scaffold und scheint, im Gegensatz
zum Heparin, nicht am mineralisierten Kollagen zu binden. Durch die Färbung mit Chlorzinkjod
wurde Methylcellulose stark dunkelbraun gefärbt. Allerdings färbte die Lösung auch das Kol-
lagen/Mineral des Scaffolds an (nicht dargestellt), so dass hier keine Aussage zum Nachweis
der Komponente möglich war.
In der Gruppe 2 wurde die Komponente Alginat mittels DMMB-Lösung angefärbt. Alginat war
10 min, 1 d und 3 d nach Injektion in das Scaffold deutlich sichtbar. Nach 28 Tagen war die
Färbung allerdings schwächer und deutete auf ein Auflösen und Herausdiffundieren des Algina-
tes aus dem Scaffold hin. Bei der Kombination von Alginat + Heparin konnten die Komponen-
ten mittels DMMB bis zu 28 Tagen nach Injektion nachgewiesen werden. Allerdings färbt
DMMB auch Heparin stark an, wodurch eine Differenzierung zwischen Alginat und Heparin
nicht möglich war. Auch bei der Kombination Alginat + Hyaluronsäure, bei dem die Kompo-
nenten mit Alcianblau/DMMB angefärbt wurden, war eine Differenzierung von Alginat und Hyal-
uronsäure nicht möglich. Es wurde mit DMMB für 10 min nachgefärbt, um die bereits vor-
handene Alcianblau-Färbung zu verstärken. So konnte gezeigt werden, dass Alginat + Hya-
luronsäure auch noch nach längerer Inkubation nachweisbar waren, auch wenn die Intensität
der Färbung am Tag 28 schwächer und nur noch diffus darstellbar war. Hierbei schien ein Teil
des Depots aus dem Scaffold herausdiffundiert zu sein. Des Weiteren sind die Komponenten in
den Bildern mit einer Alcianblau- und anschließenden DMMB-Färbung an der Einstichstelle des
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Scaffolds (Unterseite) zu erkennen.
Die Varianten Alg + HYA und Alg + MC waren viskoser als Alg/Alg + Hep, dadurch konnte ein
„Nachlaufen“ der Komponenten nach dem Injizieren mit der Pipette nicht verhindert werden, so
dass ein geringer Teil im Einstichkanal bzw. an der Unterseite der Scaffolds zu finden war.
Beim Nachweis von Alginat + Mehtylcellulose mit Chlorzinkjod kam es, wie bei der Färbung
von Methylcellulose, zu einer starken Anfärbung des gesamten Scaffolds (nicht dargestellt),
was eine Aussage über das Depot erschwerte.
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Abbildung 38: Färbung der verschiedenen Depotkomponenten mit DMMB und Alcianblau. Zeitpunkte
nach 10 min, 1, 3 und 28 d. In den oberen Bildreihen sind jeweils beide Scaffoldhälften, in den unteren
Bildreihen nur eine Hälfte bei höherer Vergrößerung dargestellt.
Die unterschiedlichen Depotkomponenten, injiziert in das Scaffold aus mineralisiertem Kollagen,
zeigten eine unterschiedliche Stabilität über 28 Tage. Hierbei waren die Varianten Hep und Alg
+ Hep über einen Zeitraum von 28 Tagen ähnlich stabil und ließen sich mit der DMMB-Färbung
sehr gut detektieren. Wie zuvor nachgewiesen, ist das auf die sehr gute Bindung von Heparin
am Scaffold zurückzuführen. Die Kombination von Alginat + Hyaluronsäure war auch nach 28
Tagen noch nachweisbar, auch wenn die Intensität der Färbung über die Kultivierungsdauer
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abnahm. Vermutlich stabilisierte die Kombination aus Alginat und Hyaluronsäure das zentrale
Depot. Die Varianten Alg und HYA schienen während der Inkubationsdauer aus dem Scaffold
herausdiffundiert zu sein, was durch die schwächer werdende Färbung der Komponenten er-
sichtlich wurde. Hierbei war allerdings die Färbung nicht optimal. Die Komponenten Methycel-
lulose und Alginat + Methylcellulose konnten durch die starke Wechselwirkung der Färbe-
reagenzen mit dem Scaffold nicht dargestellt werden. Die Ergebnisse werden anhand der In-
tensität der Färbung der verschiedenen Wirkstoffe in Tabelle 25 zusammengefasst präsentiert.
Tabelle 25: Zusammenfassung der Ergebnisse zum Nachweis der einzelnen Komponenten, injiziert in
Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen, zu verschiedenen Zeitpunkten
4.2.2 Bildung eines Wirkstoffgradienten aus zentralen Depots unterschiedlicher
Zusammensetzung
Um die Bildung eines Wirkstoffgradienten aus injizierten Depots in Scaffolds aus mineralisier-
tem Kollagen zu untersuchen, wurde Fluoreszenz-markiertes VEGF (FITC-VEGF) allein (Kon-
trolle) bzw. mit verschiedenen Depotkomponenten in das Scaffold injiziert und bis zu 7 Tage
inkubiert. Nach 10 min, 24 h, 3 und 7 d wurde an Scaffoldlängsschnitten mittels Fluoreszenz-
mikroskopie untersucht, inwieweit der Wachstumsfaktor aus dem Depot freigesetzt wurde und
sich ein Wirkstoffgradient ausgebildet hatte. Anhand der Intensität der Fluoreszenzfärbung
konnte qualitativ auf die im Scaffold noch vorhandene Menge an FITC-VEGF geschlossen wer-
den. War diese Intensität an der Injektionsstelle im Inneren des Scaffolds kräftiger als an den
Außenseiten, so hatte sich ein Wirkstoffgradient gebildet. Über einen Zeitraum von 7 Tagen
konnten bei den Varianten Alg und Alg + Hep die Bildung eines Wirkstoffgradienten nachgewie-
sen werden, bei dem die Intensität der Färbung an der Injektionsstelle über den Zeitraum kaum
schwächer wurde.
Ergebnisse - 99 -
Abbildung 39 zeigt die Verteilung von FITC-VEGF innerhalb der Scaffolds mit ausgewählten
Depotvarianten (Kontrolle, Alg, HYA, MC und Alg + Hep) und zu verschiedenen Zeitpunkten.
Bei der Kontrollvariante konnte nach 10 min der injizierte Wirkstoff an der Einstichstelle detek-
tiert werden. Nach 24 h war der Wirkstoff im gesamten Scaffold verteilt, wobei die Injektions-
stelle anhand der stärkeren Intensität noch zu erkennen war. Nach 3 und 7 Tagen war das
VEGF im Scaffold homogen verteilt. Vermutlich wurde der Großteil des eingesetzten VEGF aus
dem Scaffold freigesetzt. An der Injektionsstelle befand sich keine erhöhte VEGF-Konzentration
mehr.
Im Gegensatz zur Kontrollvariante war bei der Hydrogelvariante Alg auch nach 24 h, 3 und 7 d
eine hohe Intensität der Färbung an der Injektionsstelle zu sehen. Ein Teil des freigesetzten
VEGF diffundierte gleichmäßig innerhalb des Scaffolds, welches anhand der helleren Scaffold-
struktur, im Vergleich zur dunklen Struktur 10 min nach der Injektion, zu sehen war. Auch bei
der Variante HYA bildete sich im Gegensatz zur Kontrollvariante ein Wirkstoffgradient aus, der
nach 3 Tagen noch stabil zu sein schien. Nach 7 Tagen hatte sich dieser aufgelöst und das
VEGF war homogen im Scaffold verteilt. Ein ähnliches Bild war für die Variante MC zu erken-
nen. Bei der Variante Alg + Hep hatte sich im Vergleich zur Kontrollvariante ein Wirkstoffgradi-
ent gebildet, der auch nach 7 Tagen noch vorhanden war. Wie auch bei allen anderen Varian-
ten diffundierte ein Teil des eingesetzten VEGF nach 24 h innerhalb des Scaffolds, welches
anhand der helleren Scaffoldstruktur, im Vergleich zum 10 min-Zeitpunkt, zu beobachten war.
Werden die beiden Varianten Alg und Alg + Hep miteinander verglichen, bei welchen der Wirk-
stoffgradient über einen Zeitraum von 7 Tagen stabil zu sein schien, scheint die Intensität der
Färbung im Zentrum bei der Variante Alg + Hep intensiver zu sein. Dies deutet auf eine höhere
Konzentration an noch vorhandenem VEGF hin, welches noch nicht ins Medium freigesetzt
worden war oder sich im Scaffold verteilt hatte.
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Abbildung 39: Ausbildung eines VEGF-Gradienten innerhalb von Scaffolds, in welche verschiedene De-
potvarianten injiziert wurden. Verwendung von FITC-VEGF zur optischen Auswertung von Scaffoldhälften
nach Injizierung eines Depots und Inkubation von 10 min, 24 h, 3 und 7 d.
4.2.3 VEGF-Freisetzung aus den Wirkstoffdepots
Die VEGF-Freisetzung aus Scaffolds aus mineralsiertem Kollagen mit injizierten Depots wurde
über einen Zeitraum von 27 Tagen untersucht. Die dazugehörigen Werte zur absoluten und
kumulativen VEGF-Freisetzung sind im Anhang angegeben.
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In Abbildung 40 ist die tägliche Freisetzung von VEGF über 7 Tage (A), absolute Freisetzung ab
Tag 7 bis Tag 27 (B) und die kumulative Freisetzung über 27 Tage (C) aus Scaffolds mit injizier-
ten Depotkomponenten dargestellt. Die unterschiedlichen Varianten zeigten jede für sich ein
charakteristisches Freisetzungsprofil.
Die Kontrollvariante (VEGF ohne Depotkomponente) wies einen starken „intial burst“ mit rund
57 ng/ml VEGF am Tag 1 auf. Die Varianten der Gruppe 1 (Hep, HYA und MC) zeigten jeweils
ein unterschiedliches Freisetzungsverhalten. Während bei der Variante mit injiziertem Heparin
kein „initial burst“ und eine konstant stark verzögerte Freisetzung zu erkennen war, zeigte die
Variante HYA eine höhere initiale Freisetzung. Bei der Variante MC war im Gegensatz zur Kon-
trollvariante der „inital burst“ zeitlich um 24 h verschoben, setzte aber ähnlich wie die Kontroll-
variante viel VEGF und damit mehr als bei der Variante Hep und HYA frei (VEGF-Freisetzung:
Hep < HYA < MC). Die Freisetzung von VEGF aus der Variante mit Heparin war über die 7 Ta-
ge relativ konstant, während diese bei HYA und MC abnahm.
In der Gruppe 2 (Alg, Alg + Hep, Alg + HYA und Alg + MC) zeigte die Variante Alg + Hep kei-
nen „initial burst“ mit einer verzögerte VEGF-Freisetzung über 7 Tage, ähnlich der Variante Hep
aus Gruppe 1. Im Gegensatz zu der Variante Alg + Hep, wiesen die Varianten Alg, Alg + HYA
und Alg + MC einen „initial burst“ auf und die freigesetzte VEGF-Menge nahm über den ge-
messenen Zeitraum von 7 Tagen ab. Die Kombination von Alginat mit Hyaluron-
säure/Methylcellulose schien zumindest im Vergleich zur Variante MC (ohne Alginat) die initial
freigesetzte Menge deutlich zu verringern.
In Abbildung 40 B) ist die absolute Freisetzung von VEGF aus den verschiedenen Depots über
einen Zeitraum von 27 Tagen dargestellt. Bei der Kontrollvariante nahm die freigesetzte
VEGF-Menge kontinuierlich ab und erreichte mit 2 ng VEGF/ml am Tag 27 das Minimum. Die
Komponenten der Gruppe 1 unterschieden sich hinsichtlich der Freisetzung. Während die Men-
ge an freigesetztem VEGF aus der Variante mit injiziertem Heparin bis zum Tag 12 kontinuier-
lich zunahm und dann bis Tag 27 mit 12 ng VEGF/ml konstant blieb, nahm die freigesetzte
VEGF-Menge bei den Varianten HYA und MC bis Tag 27 kontinuierlich ab.
In der Gruppe 2 wies die Variante Alg + Hep ein sehr ähnliches Freisetzungsprofil, mit kontinu-
ierlich ansteigender Menge an freigesetztem VEGF und einem konstanten Verlauf ab Tag 12,
wie die Variante Hep aus Gruppe 1 auf. Die Freisetzung von VEGF nahm bei den Varianten
Alg, Alg + HYA und Alg + MC über den gemessenen Zeitraum tendenziell ab, wobei die Vari-
ante Alg + MC am Tag 27 ähnlich wenig VEGF freisetzte wie die Kontrollvariante.
Zu jedem Zeitpunkt wurde aus allen Varianten der Gruppe 1 und 2 sowie der Kontrollvariante
VEGF freigesetzt.
Die kumulative Freisetzung von VEGF aus der Kontrollvariante und den Varianten der Gruppe 1
und 2 sind in Abbildung 40 C dargestellt. Die Scaffolds wurden mit jeweils 400 ng VEGF bela-
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den und nach der Kultivierungszeit wurden minimal 27% und maximal 67% der anfänglichen
Menge freigesetzt. Aus der Kontrollvariante wurde VEGF nur leicht verzögert und mit 57% bis
Tag 27 mit am meisten VEGF freigesetzt. In Gruppe 1 der Depot-Varianten wurde ähnlich viel
VEGF aus den Varianten HYA und MC freigesetzt, wobei HYA weniger (47%) und MC mehr
(67%) als die Kontrollvariante freisetzte. Das Freisetzungsprofil war gekennzeichnet durch eine
anfänglich schnelle und ab Tag 7 relativ konstant verzögerte Freisetzung. Bei der Variante He-
parin wurde hingegen VEGF langanhaltend und verzögert freigesetzt, so dass sich insgesamt
nur 27,5% der ursprünglich eingesetzten Menge aus dem Scaffold herauslösten.
In Gruppe 2 der Hydrogel-Varianten zeigte Alg + Hep eine verzögerte und langanhaltende Frei-
setzung, ähnlich der Variante Hep aus Gruppe 1. Allerdings war die insgesamt freigesetzte
Menge an VEGF etwas höher als bei Hep und lag bei 35% der initial eingesetzten Menge. Die
Hydrogelvarianten Alg und Alg + HYA setzten über 27 Tage im Vergleich zur Variante Alg +
Hep mehr VEGF (48%) frei. Allerdings wurde eine ähnliche Menge an VEGF aus Alg + MC
freigesetzt wie aus der Variante Alg + Hep. Im Gegensatz zu Alg + Hep war das Freisetzungs-
profil der Varianten Alg, Alg + HYA und Alg + MC durch eine innerhalb der ersten 7 Tage
schwach verzögerte und anschließend konstante Freisetzung gekennzeichnet, wobei bei der
Variante MC im Vergleich zu Alg und Alg + HYA nur noch sehr wenig VEGF ab Tag 8 freige-
setzt wurde.
Eine Zusammenfassung der unterschiedlichen VEGF-Freisetzungen aus Depots und Hydrogel-
Depots, injiziert in Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen, ist in Tabelle 26 dargestellt. Die Er-
gebnisse der Widerholungsexperimente befinden sich im Anhang.
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Abbildung 40: VEGF-Freisetzung aus Scaffolds mit zentralem Wirkstoffdepot. Einsatz von 400 ng VEGF
pro Scaffold, welches zusammen mit einer Lösung bzw. Hydrogelkomponenten injiziert wurde. Als Kon-
trolle diente injiziertes VEGF ohne Depotkomponenten. Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingun-
gen in 1,5 ml Freisetzungsmedium untersucht. Ein Wechsel des Mediums wurde zuerst nach 2 h, dann
alle 24 h durchgeführt und mittels ELISA quantifizier (n=3, Mittelwert ± Stabw). Varianten mit einem Depot
bzw. Hydrogeldepot hatten einen signifikanten Einfluss auf die absolute und kumulative Freisetzung (*p <
0,05). A) tägliche Freisetzung über 7 Tage, B) absolute Freisetzung vom Tag 7 bis zu Tag 27, C) kumula-
tive Freisetzung über 27 Tage
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Tabelle 26: Übersicht zum VEGF-Freisetzungsverhalten aus Depots und Hydrogeldepots, injiziert in Scaf-
folds aus mineralisiertem Kollagen
Wie zuvor unter 4.1 erwähnt, gab es bei den in diesem Abschnitt beschrieben Versuchen auch
starke Schwankungen der Ergebnisse in der VEGF-Freisetzung. Die vermutete Ursache liegt in
den unterschiedlichen Kollagenchargen, mit welchen die Kollagenscaffolds hergestellt wurden.
Dies hatte zur Folge, dass die Gesamtmenge des freigesetzten VEGF nach 28 Tagen teilweise
nur bei 20-40% der initial eingesetzten Dosis von 400 ng VEGF lag. Vermutlich bindet VEGF
unterschiedlich stark an die beiden Hauptkomponenten der Scaffolds – Kollagen und Hydro-
xylapatit. Durch die (zwangsläufige) Verwendung verschiedener Kollagen-Chargen bei der
Scaffold-Herstellung kann es zu Änderungen im Kollagen-zu-Mineral-Verhältnis gekommen
sein, die sich leider im REM nicht nachweisen ließen auch auch nur z. T. durch die Glühverlust-
analysen erkannt werden konnten. Diese Veränderungen der chemischen Zusammensetzung
des Scaffoldmaterials kann der Grund für die beobachteten Streuungen der Ergebnisse bei
Wiederholung der Experimente gewesen sein. Die zuvor dargestellten Daten wurden mit Scaf-
folds aus einer Kollagencharge erhalten und können als exemplarisch angesehen werden.
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4.2.4 Bestimmung der biologischen Aktivität des aus den injizierten Depots frei-
gesetzten VEGF
Nach einer Inkubation von Scaffold mit injiziertem Wirkstoffdepot wurde exemplarisch nach 7,
14 und 28 Tagen die mitogene Aktivität von VEGF im Freisetzungsmedium untersucht. Dazu
wurde das entnommene Freisetzungsmedium in einem Experiment dem Zellkulturmedium zu-
gegeben, um die proliferationsfördernde Wirkung von VEGF auf Endothelzellen zu untersuchen
(siehe 3.8.2).
Zunächst wurde der Einfluss der Komponenten, welche zum Teil aus dem Depot freigesetzt
wurden, auf indirekte Weise untersucht, in dem das Freisetzungsmedium von Scaffolds mit De-
potkomponenten aber ohne Wachstumsfaktor nach 7, 14 und 28 Tagen auf Zellen gegeben und
diese anschließend inkubiert wurden. Hierbei wurde kein Unterschied in der Zunahme der Zell-
proliferation im Vergleich zur Kontrolle festgestellt.
In Abbildung 41 ist die Differenz der gemessenen Zellzahl der Kontrolle, welche auf 100% ge-
setzt wurde, mit den verschiedenen Varianten dargestellt. Das entnommene Freisetzungs-
medium führte bei allen Depotvarianten im Vergleich zur Kontrollvariante zu einer relativ glei-
chen Zellzahl zu den gemessenen Zeitpunkten. Ein signifikanter Unterschied konnte einzig bei
der Variante Hep im Vergleich zur Variante HYA festgestellt werden, bei der das entnommene
Freisetzungsmedium der Variante Hep zu einer deutlich höheren Zellzahl führte. Ein negativer
Einfluss auf die Zellproliferation von freigesetzten Komponenten (wie Alginat, Hyaluronsäure
oder Methylcellulose) aus den Depots konnte somit ausgeschlossen werden.
Abbildung 41: Einfluss von (potentiell) freigesetzten Depotkomponenten auf die Proliferation von En-
dothelzellen, untersucht anhand der Differenz der Zellzahl von verschiedenen Depotvarianten im Ver-
gleich zur Kontrollvariante (auf 100% gesetzt) (n=3, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05). Entnommenes Medi-
um der Scaffoldvarianten wurde nach 7, 14 und 28 Tagen dem Zellmedium hinzugefügt und die Zellen für
72 h inkubiert.
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Die Zunahme der Zellproliferation durch Zugabe von VEGF-haltigem Medium, welches von den
einzelnen Varianten zu den Zeitpunkten 7, 14 und 28 Tagen entnommen wurde, ist in Abbildung
42 dargestellt. Hierbei wurde die Zunahme der Zellzahl von den jeweiligen Negativ-Kontrollen
(entnommenes Medium von Scaffolds mit injizierten Depots, aber ohne VEGF) auf den Wert 1
gesetzt. Werte über 1 stehen somit für eine Zunahme der Zellproliferation aufgrund der biologi-
schen Aktivität des freigesetzten VEGF.
Für alle Varianten und Zeitpunkte konnte die proliferationsfördernde Wirkung des freigesetzten
VEGF nachgewiesen werden, aber es gab große Unterschiede zwischen den Zeitpunkten und
den Varianten. Das nach 7, 14 und 28 Tagen freigesetzte VEGF im Medium aus der Kontroll-
variante (mit injiziertem VEGF aber ohne Depot) war biologisch aktiv, auch wenn die Zunahme
der Zellzahl am Tag 28 nur gering, im Vergleich zur Kontrolle ohne VEGF im Medium, war.
Auch für die Varianten der Gruppe 1 (Hep, HYA, MC) konnte die mitogene Aktivität von VEGF
nachgewiesen werden. Während das freigesetzte VEGF aus den Varianten HYA und MC zu
einer 8-fachen Steigerung der Zellzahl am Tag 7 führte, sank die biologische Aktivität des frei-
gesetzten VEGF am Tag 14 (5-fache Steigerung) und Tag 28 (2-fache Steigerung) kontinuier-
lich ab. Das freigesetzte VEGF aus der Variante Hep war hingegen in seiner mitogenen Aktivi-
tät zu den gemessenen Zeitpunkten relativ konstant und führte zu einer 4 bis 5,5-fachen Stei-
gerung der Zellzahl. Auch zum späten Zeitpunkt nach 28 Tagen war das freigesetzte VEGF
noch stark biologisch aktiv und führte zu einer signifikanten Steigerung der Zellzahl im Vergleich
zu den Varianten HYA und MC. Freigesetztes VEGF aus den Varianten der Gruppe 1 hatte
tendenziell (meist signifikant) eine höhere proliferationsfördernde Wirkung als die Kontrollvari-
ante und führte zu einer gesteigerten Zellzahl.
In der Gruppe 2 (Alg, Alg + Hep, Alg + HYA, Alg + MC) war die mitogene Aktivität des freige-
setzten VEGF aus den Varianten zu den 3 Zeitpunkten ebenfalls höher im Vergleich zur Kon-
trollvariante. Bei den Varianten Alg, Alg + Hep, Alg + HYA und Alg + MC war die biologische
Aktivität des freigesetzten VEGF im Medium nach 7 Tagen am höchsten und führte bis zu einer
8-fachen Zunahme der Zellzahl. Hierbei war die proliferationsfördernde Wirkung des entnom-
menen VEGF-haltigen Mediums aus den Varianten Alg + Hep und Alg + HYA, im Vergleich zu
den Varianten Alg und Alg + MC, am größten. Danach sank diese nach 14 und nach 28 Tagen
bei den Varianten Alg, Alg + HYA und Alg + MC kontinuierlich ab. Nur bei der Variante Alg +
Hep zeigte sich, dass die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF relativ konstant war und
sogar am Tag 28 zu einer 7-fachen Zunahme der Zellzahl führte.
Die Variante Hep aus Gruppe 1 und die Variante Alg + Hep aus Gruppe 2 waren sich relativ
ähnlich, so dass das freigesetzte VEGF auch am späteren Zeitpunkt nach 28 Tagen eine hohe
proliferationsfördernde Wirkung hatte und zu einer signifikanten Steigerung der Zellzahl, im
Vergleich zu der Kontrollvariante und den anderen Varianten ohne Heparin, führte. In Tabelle
27 wurde die Wirksamkeit der biologischen Aktivität, welche sich an der Zunahme der Zellzahl
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orientiert, des freigesetzten VEGF aus den unterschiedl. Depots in einer Übersicht dargestellt.
Abbildung 42: Biologische Aktivität des freigesetzten VEGF aus Scaffolds mit einem injizierten Depot zu
den Zeitpunkten 7, 14 und 28 Tagen. Angegeben wird die n-fache Zunahme der Zellzahl im Vergleich zu
Negativ-Kontrollen (VEGF-frei) (n=3, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05). Die Zunahme der Zellzahl, gemessen
anhand der DNA der Zellen nach der Inkubationszeit, wurde von den Negativ-Kontrollen (Medium der
Scaffolds ohne VEGF) auf den Wert 1 gesetzt und mit der Zunahme der Zellzahl, welche mit freigesetz-
tem Medium von den Scaffolds mit VEGF inkubiert wurden, ins Verhältnis gesetzt. Ein Wert über 1 zeigt
somit die Zunahme der Zellzahl aufgrund der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF an.
Tabelle 27: Übersicht der biolog. Aktivität des zu den Zeitpunkten Tag 7, 14 und 28 aus injizierten Depots
in Scaffolds freigesetzten VEGF. Einordnung der biolog. Aktivität anhand der Steigerung der Zellzahl.
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4.2.5 Migration von Endothelzellen durch Chemotaxis in Scaffolds mit injiziertem
Wirkstoffdepot
Der Einfluss des freigesetzten VEGF aus injizierten Depots innerhalb der Scaffolds wurde auf
eine gerichtete Migration von Endothelzellen in Richtung des Wirkstoffdepots hin untersucht.
Dazu wurde die Scaffoldoberfläche mit Endothelzellen besiedelt, wobei ein vorzeitiges Eindrin-
gen der Zellen durch die Anwendung eines geringen Zellsuspensionsvolumens und mit Medium
aufgefüllter Scaffolds verhindert wurde. Im Sinne des in situ-Tissue Engineering sollte getestet
werden, ob durch die Ausbildung eines VEGF-Gradienten im Scaffold Zellen aufgrund einer
Chemotaxis in Richtung des Depots im Inneren des Scaffolds migrieren (siehe Abbildung 13).
Diese Zell-Migration wurde anhand von dünnen Scaffoldlängsschnitten mit Hilfe einer Färbung
der Zellkerne quantifiziert.
Zunächst wurden in Vorversuchen mit Zellkulturgefäßen grundlegende Parameter (wie Zell-
medium, Inkubationsdauer, Menge an VEGF und Zellpassage) für eine gerichtete Zellmigration
ermittelt und diese auf das System aus Scaffold und injiziertem Wirkstoffdepot übertragen.
Abbildung 43: Testung einer gerichteten Migration von Endothelzellen im Scaffold aus mineralisiertem
Kollagen unter Verwendung des Wachstumsfaktors VEGF
Für die Migrationsversuche mit den Scaffolds mit injiziertem Wirkstoffdepot wurden letztlich fol-
gende Parameter – Inkubationsdauer von 3 Tagen, Basalmedium, Zellpassage 5-8 und eine
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VEGF-Menge von 100-400 ng/Scaffold – ausgewählt. Allerdings gab es weitere unbekannte
Einflussgrößen wie die Scaffoldmorpholgie, welche sich von Scaffold zu Scaffold geringfügig
unterscheiden kann und die VEGF-Freisetzung aus dem Depot innerhalb des Scaffolds, die
quantitativ nicht bestimmt werden konnte.
Migration von Endothelzellen in Richtung eines injizierten Wirkstoffdepots
Für die gerichtete Zell-Migration in Richtung eines Wirkstoffgradienten wurden Scaffolds mit
einer injizierten Lösung aus 100, 200 und 400 ng VEGF in PBS/BSA, die gleichen VEGF-
Mengen in einer Heparinlösung (1 mg/ml) und in einem 1% Alginat-Hydrogeldepot verwendet.
Zum Vergleich wurden Scaffolds mit 200 ng VEGF homogen beladen. Nach dem Migrations-
experiment wurde mittels Fluoreszenzmikroskopie eine optische Beurteilung der Verteilung der
Zellen im Scaffold durchgeführt, bei dem das Scaffold mit einer Rasierklinge längsseitig halbiert
wurde und die Innenseiten der Scaffoldhälften analysiert wurden.
Eine Migration von HDMEC in das Scaffold wurde bei den Varianten mit 200 ng und 400 ng
VEGF, sowie mit 100 ng VEGF in 1% Alginat festgestellt und Kryoschnitte zur detailierten Ana-
lyse angefertigt. Die Zellverteilung bis zu einer Tiefe von 1000 µm in Scaffolds mit den aufge-
zählten injizierten Depots ist in Abbildung 44 dargestellt. Die Anzahl der insgesamt gezählten
Zellen im Bereich von 0-1000 µm Tiefe wurde auf 100% gesetzt.
Bei der Negativ-Kontrolle wurde eine PBS/BSA-Lösung ohne VEGF injiziert, um die Blind-
migration zu beurteilen. Hierbei gab es eine spontane Migration der Zellen bis zu einer Scaffold-
tiefe von max. 500 µm, wobei sich die meisten Zellen im Bereich von 0-100 µm (ca. 28%) und
100-200 µm (ca. 35%) befanden. Danach sank die Zahl der migrierten Zellen mit fortschreiten-
der Tiefe stark ab. Im Gegensatz zur Negativ-Kontrolle migrierten die Zellen bei den Varianten
mit injiziertem VEGF bzw. VEGF-haltigem Depot tiefer in das Scaffold hinein und die Mehr-
zahl der Zellen befand sich im Bereich von 0-400 µm.
Auch die Konzentration des eingesetzten VEGF hatte einen Einfluss auf die Migration der Zel-
len. Bei 100 ng VEGF in einem 1% Alginatdepot und 200 ng VEGF in einer PBS/BSA-
Lösung im Scaffold migrierten die Zellen deutlich bis zu einer Tiefe von 800 µm. 12% der ins-
gesamt gezählten Zellen befanden sich bei den beiden Varianten im Bereich 0-100 µm, 100 µm
tiefer waren es bereits 20% und im Bereich von 200-300 µm 22%. Im Gegensatz dazu zeigte
die Variante mit 400 ng VEGF ein verändertes Migrationsprofil, wobei ein erneuter leichter An-
stieg der gezählten Zellzahl im Bereich von 500-800 µm zu sehen war und die Zellen bis in eine
Tiefe von 1000 µm migrierten.
Es wurden weitere Varianten mit injizierter VEGF-haltiger Lösung (100 ng VEGF in PBS/BSA
sowie 100, 200 und 400 ng VEGF in einer Heparinlösung (1 mg/ml), einem VEGF-haltigen De-
pot (1% Alginat mit 200 und 400 ng VEGF) und einem mit 200 ng VEGF homogen beladenen
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Scaffold in Hinblick auf eine gerichtete Zellmigration getestet. Bei diesen Varianten kam es zu
keiner Einwanderung von Zellen und es wurde auf die Anfertigung von Kryoschnitten und eine
nachträgl. Zählung der Zellen in der Scaffoldtiefe verzichtet. Eine Zusammenfassung der ver-
wendeten Varianten mit gerichteter bzw. ohne erfolgter Migration ist in Tabelle 28 dargestellt.
Tabelle 28: Übersicht zum migrationsfördernden Effekt von VEGF, injiziert als Lösung oder mit Hydro-
geldepot in Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen, auf Endothelzellen
Eine vergleichbare Migration der Zellen zeigte sich bei der Verwendung von einem injizierten
Hydrogeldepot mit 100 ng VEGF und einer injizierte Lösung (ohne Depot) mit 200 ng VEGF.
Es scheint, als ob die Variante mit 100 ng VEGF in 1% Alginat bezüglich der Migration effektiver
war, als die doppelte Menge an VEGF ohne Hydrogeldepot.
Abbildung 44: Zellverteilung von HDMEC in Scaffolds mit injiziertem Depot nach dreitägiger Kultivierung
im Bereich von 0 bis 1000 µm Tiefe (0 µm = Besiedlungsoberfläche). Zur Analyse der Migration wurden
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die Zellkerne aus 40 µm-Längsschnitten eines Scaffolds nach Fluoreszenzmarkierung gezählt. Als Kon-
trolle dienten Scaffold mit injizierter PBS/BSA-Lösung ohne VEGF. Die Anzahl der insgesamt gezählten
Zellen wurde 100% gesetzt (n=6 (Anzahl der Schnitte pro Scaffold), Mittelwert ± Stabw).
Die Ergebnisse des Migrationsversuches zeigen, dass mit Hilfe von VEGF, gelöst in einer
PBS/BSA-Lösung oder in einem Hydrogel und injiziert in einen Scaffold, eine gerichtete Migra-
tion von Endothelzellen in Scaffolds bis zu einer Tiefe von 1000 µm nachgewiesen werden
konnte. Zur Veranschaulichung der Zellmigration ist in Abbildung 45 die Zellverteilung im Scaf-
fold ohne und mit 400 ng injiziertem VEGF zu sehen. Dabei sind die Zellen der Variante mit
400 ng injiziertem VEGF deutlich im gezeigten Ausschnitt des Scaffolds verteilt, während sich
die Zellen bei der Variante ohne VEGF ausschließlich im oberen Drittel befinden.
Abbildung 45: Zellverteilung im Scaffold mit und ohne VEGF anhand Fluoreszenz-mikroskopischer Auf-
nahmen. Anfärbung der Zellkerne mit Höchst, danach erfolgte eine Bildkonvertierung in schwarz-weiß.
Zellkerne sind als helle Punkte zu erkennen.
Die Experimente zur gerichteten Migration wurden mehrfach durchgeführt. Die hier dargestell-
ten Ergebnisse konnten dabei nicht immer reproduziert werden. Die Ursachen für eine ausblei-
bende Migration konnten im Rahmen der Arbeit nicht vollständig geklärt werden. Durch die ge-
sammelten Erfahrungen wird vermutet, dass die Faktoren VEGF-Freisetzung und Scaffoldmor-
phologie von Bedeutung sind.
Es konnte aber sicher nachgewiesen werden, dass die gewählten Parameter (dreitägige Inku-
bation von HDMEC in Basalmedium, VEGF-Konzentrationen im Bereich von 100-400 ng/ml)
eine Migration der Zellen begünstigt.
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5 Diskussion
Gesundes Knochengewebe hat das Potential kleinere Defekte, wie Mikrorisse, selbst zu heilen.
Bei größeren Defekten oder Vorliegen einer Krankheit, wie Osteoporose, reicht die Kapazität
zur Regeneration nicht aus, woraufhin autologer Knochen oder Knochenersatzmaterialien zur
Heilung eingesetzt werden sollten. Beim Tissue Engineering werden diese Materialien mit Zel-
len und verschiedenen Faktoren vorkultiviert, um so ein künstliches Gewebe herzustellen, wel-
ches anschließend in den Defektbereich implantiert wird. Allerdings gibt es bei größeren Im-
plantaten einen gravierenden Nachteil: die initial fehlende Vaskularisierung. Aufgrund der
Diffusionsgrenze ist eine Versorgung der Zellen bis zu einer Tiefe des Scaffolds von 200 µm
limitiert, weshalb ein Großteil der Zellen in tieferen Ebenen abstirbt.
Ein alternativer Ansatz, welcher schwerpunktmäßig in dieser Arbeit behandelt wurde, ist das
in situ-Tissue Engineering, bei dem auf eine Vorbesiedlung der Scaffolds verzichtet wird. Hier-
bei werden die Scaffolds funktionalisiert, um Wachstumsfaktoren gezielt freizusetzen. Solche
Drug Delivery-Systeme sind auf die unterschiedlichen Gewebetypen (wie Haut, Knorpel oder
Knochen) angepasst, so dass z.B. die Freisetzung des Wachstumsfaktors VEGF die Vaskulari-
sierung als auch die Knochenneubildung fördert. Ein wesentlicher Punkt beim in situ-Tissue
Engineering ist der Prozeß der Chemoattraktion. Die Scaffolds werden mit Chemokinen, wie
SDF-1α oder VEGF, funktionalisiert, um Zellen aus dem umliegenden Gewebe anzulocken und 
somit die Regeneration in gesundes Knochengewebe zu beschleunigen.
Ziel dieser Arbeit war es, ein für die Regeneration von Knochendefekten entwickeltes Scaffold-
material (Gelinsky et al., 2008) effizient mit dem angiogenen Modellwachstumsfaktor VEGF-A165
zu beladen, um so das Problem der Vaskularisierung zu lösen. Somit sollte das eingesetzte
VEGF durch eine kontrollierte und langanhaltende Freisetzung die Einprossung von Blutge-
fäßen in das Scaffold unterstützen und gleichzeitig die Proliferation, Differenzierung und Migra-
tion von Endothelzellen, aber auch MSC, fördern.
Als Scaffoldmaterial wurde in dieser Arbeit mineralisiertes Kollagen verwendet. Es wurden zwei
unterschiedliche Strategien zur Modifizierung der Scaffolds mit VEGF untersucht. Zum einen
wurden die Scaffolds homogen mit Heparin modifiziert, um den Faktor VEGF spezifisch zu bin-
den und die Freisetzung zu verzögern, so dass die Vaskularisierung des Scaffoldmaterials ge-
fördert wird. Zusätzlich kann Heparin Aminosäuren (u.a. Arginin oder Glycin (Caldwell et al.,
1996)) oder Proteine (wie Fibronektin und Vitronektin (Hannan und Reilly, 1988)) aus dem Se-
rum des Zellkulturmediums binden, welche damit am Scaffold angereichtert werden und den
Zellen direkt zur Verfügung stehen.
Zum anderen wurden die Scaffolds mit einem injizierbaren Wirkstoffdepot im Zentrum funktiona-
lisiert. Es konnte gezeigt werden, dass durch die Ausbildung eines Wirkstoffgradienten im Scaf-
fold Endothelzellen (im Sinne des in situ-Tissue Engineering) durch Chemotaxis gerichtet in das
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Scaffoldinnere migrierten. Zudem wurde die VEGF-Freisetzung aus den verschiedenen Depot-
komponenten unterschiedlich stark verzögert und VEGF langanhaltend freigesetzt.
In den folgenden Abschnitten werden die erhaltenen Ergebnisse diskutiert.
5.1 Heparin-Modifizierung
Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen wurden auf zwei unterschiedlichen Ansätzen mit Hepa-
rin modifiziert: 1. Heparin wurde während des Herstellungsprozesses der Kollagensuspension
dazugegeben („in situ“), wobei die Kollagenfibrillierung und Mineralisation in Gegenwart von
Heparin ablief und 2. nach der Herstellung der Scaffolds wurden diese mit Heparin modifiziert
(„post“). Daraufhin wurde der Einfluss von Heparin auf die Scaffoldeigenschaften untersucht.
5.1.1 Integration von Heparin in Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Interaktion von Kollagen und HAP mit Heparin
Heparin ist ein stark negativ geladenes, lineares Polymer aus sich wiederholenden Zuckerein-
heiten aus D-Glucosaminen und Uronsäure (D-Glucuronsäure und L-Iduronsäure) (Fromm et
al., 1997; Kamei et al., 2001; Capila und Linhardt, 2002). Durch elektrostatische Interaktionen
vermittelt Heparin die Bindung an basische Aminosäuren (Jackson et al., 1991; Fromm et al.,
1997; Iozzo, 1997; Kamei et al., 2001; Capila und Linhardt, 2002), welche auch im Kollagen
vorkommen. Unter anderem wurde in den Arbeiten von (Mathews, 1965; Öbrink, 1973) festge-
stellt, dass aufgrund von starken elektrostatischen Wechselwirkungen zwischen positiv gelade-
nen und polaren Gruppen des Kollagens und dem anionischen Heparin stabile Komplexe gebil-
det werden. Auch (Sweeney et al., 1998) und (San Antonio et al., 1994) konnten eine hohe Bin-
dungsaffinität von Heparin an Kollagen Typ I nachweisen. Die Spezifität der Interaktionen mit
vielen Proteinen wird in der Struktur und Orientierung der Sulfat- und Carboxyl-Gruppen und
der hohen negativen Ladung von Heparin vermutet (Capila und Linhardt, 2002). In den Arbeiten
von (Stamov et al., 2008; Stamov et al., 2011) wurde Heparin zu Kollagenmonomeren hinzuge-
geben und die Kollagenfibrillierung fand in Gegenwart von Heparin statt. Dieser Ansatz ent-
spricht der in dieser Arbeit angewendeten Strategie der „insitu“-Modifizierung der Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen. Heparinmoleküle schienen während der Fibrillenbildung mit den Kol-
lagenfibrillen zu interagieren und zu einer veränderten Morphologie in Form von eher gerade
angeordneten und dickeren Kollagenfibrillen, im Gegensatz zu eher gedrehten und dünneren
Fibrillen in Abwesenheit von Heparin, zu führen (Stamov et al., 2008; Stamov et al., 2011). Es
wird vermutet, dass Heparin die Kollagenmikrofibrillen stabilisiert und die parallele Anlagerung
der Fibrillen, durch die Einlagerung von Heparin in die Kollagenfibrillen, unterstützt. Auch Stu-
dien von (McPherson et al., 1988) beschreiben den Einbau von Heparin während der Kollagen-
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fibrillogenese (vergleichbar mit dem „insitu“-Ansatz), welcher zu einer gesteigerten Stabilität und
dickeren Fibrillen (im Gegensatz zu Kollagen ohne Heparin) führte. Hierbei wird vermutet, dass
sich die negativ geladenen Heparinmoleküle an positiven Gruppen auf der Fibrillenoberfläche
anlagern. Damit dienen die Heparinmoleküle als „Verbindung“ von benachbarten Fibrillen, wel-
che sich anhand von elektrostatischen Interaktionen an die Heparin-beladene Fibrille anlagern
(McPherson et al., 1988; Stamov et al., 2008). Diese starken elektrostatischen Interaktionen
von Heparin mit Tropocollagen (Stamov et al., 2008) scheinen bei der Bindung von Heparin an
„insitu“-modifizierten Scaffolds von Bedeutung zu sein. Zusätzlich wird das am Kollagen gebun-
dene Heparin durch den Mineralisationsprozess in den Komposit „eingebaut“. Allerdings handelt
es sich in den Studien um ein 2-Komponenten-System aus Kollagen und Heparin was den Ver-
gleich mit dem hier verwendeten 3-Komponenten-System aus Kollagen, Mineral und Heparin
erschwert.
Ein weiterer wichtiger Aspekt bezüglich der Bindung von Heparin ist der Mineralanteil (HAP)
des Scaffolds. In einigen Studien (Embery et al., 1979; Rees et al., 2002; Lode et al., 2008)
konnte bereits die starke Bindung von Heparin an HAP nachgewiesen werden. Auch (Capila
und Linhardt, 2002) beschreibt eine Calcium-abhängige Bindung, wobei Heparin indirekt, durch
Wasserstoffbrücken an Wassermolekülen nahe dem Calcium, bindet. Diese spezifische Bin-
dung von Heparin am Hydroxylapatit ist bei dem Ansatz der „post“-Modifizierung von Bedeu-
tung, bei welcher Heparin nachträglich an den bereits vernetzten Scaffolds aus mineralisiertem
Kollagen binden kann. Durch REM-Aufnahmen der Scaffoldoberfläche wurde ersichtlich, dass
Kollagen überwiegend von HAP bedeckt war. Dies verstärkt die Annahme der Bindung größerer
Mengen von Heparin an HAP im Vergleich zur Bindung an Kollagen.
Bindung von Heparin an Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Es wurde gezeigt, dass die Menge an gebundenem Heparin an den Scaffolds bei der „post“-
Modifizierung auf 200 mg Heparin/g Kollagen beschränkt war. Vermutlich war der Großteil der
Bindungsstellen am Kompositmaterial gesättigt, so dass weitere Heparinmoleküle nicht mehr
binden konnten. Dies bestätigte auch die Wiederfindungsmessung der restlichen Heparin-
Menge im Überstand. In Studien von (Wissink et al., 2001) an Kollagenmatrices mit Heparin war
die Sättigung, im Vergleich zu den in dieser Arbeit durchgeführten Experimenten, stark verrin-
gert (mit 55 mg Heparin/g Kollagen, nachträgliche Modifizierung), wohingegen sie in den Arbei-
ten von (Wolf-Brandstetter et al., 2006) (nachträgliche adsorptive Heparinbindung an Kollagen-
matrices) um fast ein Dreifaches (mit 560 mg Heparin/g Kollagen) erhöht war. Vermutlich liegt
die Ursache der unterschiedlich gebundenenen Heparinmenge an der Verwendung verschiede-
ner Kollagenquellen (nicht lösliches Kollagen von Rindersehnen (Wissink et al., 2001), lösliches
Kollagen aus Rinderhaut (Wolf-Brandstetter et al., 2006) und Kollagen vom Rind ohne Telopep-
tide (in dieser Arbeit verwendet)) und der Vernetzungsprozedur (Aktivierung von Carboxylgru-
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pen des Heparins durch EDC (Wissink et al., 2001) und ohne Aktivierung (Wolf-Brandstetter et
al., 2006), sowie in dieser Arbeit). Eine weitere Ursache könnte auch die Scaffoldmorphologie
(2D (Wissink et al., 2001), (Wolf-Brandstetter et al., 2006) und 3D in dieser Arbeit) sein. Des
Weiteren enthielten die Scaffolds in dieser Arbeit neben Kollagen und Heparin eine zusätzliche
mineralische Komponente aus HAP.
Bei der „insitu“- und „post“-Modifizierung der Scaffolds mit 30, 75 und 150 mg Heparin/g min.
Koll. konnte die Bindung von Heparin an Kollagen/HAP bestätigt werden. Allerdings wurde bei
der „insitu“-Modifizierung nicht die vollständig eingesetzte Heparinmenge am Scaffoldmaterial
gebunden (30-50% Verlust). Im Gegensatz zu der „post“-Modifizierung wurde das Heparin bei
der „insitu“-Modifizierung am Material mit EDC vernetzt. Eine EDC-Vernetzung von Heparin an
Kollagen wurde in Studien von (Linhardt et al., 2008) untersucht, wobei die Bindungsstabilität
des chemisch vernetzten Heparins höher war als die nach einer physischen Absorption. Es ist
zu vermuten, dass bei der „insitu“-Modifizierung Heparin bezüglich der Bindung an Kollagen mit
der Mineralphase konkurriert und dadurch nicht vollständig im Kompositmaterial eingebaut wird.
Wahrscheinlich war durch das große Volumen des Überstandes (2 l) die nicht gebundene
Heparinmenge unterhalb der Nachweisgrenze des DMMB-Assays und konnte somit nicht de-
tektiert werden.
Im Gegensatz zu der „insitu“-Modifizierung wurde bei der „post“-Modifizierung das eingesetzte
Heparin nahezu vollständig – gebunden an den Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen – wie-
dergefunden, was für eine hohe Bindungsaffinität von Heparin an Kollagen und HAP spricht. Bei
dieser Modifizierungsvariante wurden gefriergetrocknete Scaffolds in einem relativ kleinen Vo-
lumen (ca. 10 ml) einer Heparin-haltigen Lösung inkubiert, wodurch die Detektion des verblie-
benden Heparins mittels DMMB-Assay kein Problem darstellte. In einer vergleichbaren Studie
der Gruppe (König et al., 2014) mit Heparin-modifizierten mineraliserten Kollagenmatrices (2D)
zeigte sich ein ähnliches Ergebnis. Es wurde weniger Heparin in Scaffolds, bei denen während
der Herstellung Heparin zugegeben wurde, als an nachträglich modifizierten Scaffolds wieder-
gefunden. Eine geringere Effizienz der Heparinimmobilisierung beim Einbau während der Fibril-
lenbildung (vergleichbar dem „insitu“-Ansatz) im Gegensatz zu einer nachträglichen Adsorption
an vernetzte Kollagenfibrillen (vergleichbar der „post“-Modifizierung) wurde auch in der Arbeit
von (Wolf-Brandstetter et al., 2006) nachgewiesen.
Die Bindungsstabilität von Heparin an den modifizierten Scaffolds („insitu“ und „post“) aus
mineralisiertem Kollagen wurde zudem über einen Zeitraum von 28 Tagen unter Zellkulturbe-
dingungen untersucht. Der Anteil des gebundenen Heparins nahm um durchschnittlich 20% ab.
Hierbei haben die Art der Modifizierung (unterschiedliche Bindungsmechanismen und -stabilität
und Vernetzung bei „insitu“ und „post“) und die Heparinkonzentration einen wichtigen Einfluss.
Tendenziell schien sich beim Einsatz von größeren Heparinmengen sich auch prozentual mehr
Heparin von den Scaffolds abzulösen. Es ist zu vermuten, dass ein gewisser Anteil am
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gebundenen Heparin durch eventuelle Materialdegradation in vitro oder durch Verwirbelungen
beim Mediumswechsel in der Zellkultur abspülen lässt. Ein anderes Ergebnis zeigte die Arbeit
von (Wolf-Brandstetter et al., 2006), bei der die Menge an adsorptiv gebundenem Heparin an
Kollagen während der ersten 2 h Auslagerung in PBS um 50% abnahm, wohingegen der Anteil
an gebundenem vernetzten Heparin (entspricht „insitu“) über 7 d konstant blieb. Diese Studie
mit dem hier verwendeten 3-Komponentensystem aus Kollagen, Mineral und Heparin ist auf-
grund des Fehlens von HAP nur schwer vergleichbar. In den Arbeiten von (König et al., 2014)
bestehen die Scaffolds aus den selben drei Bestandteilen, aber es wurde Telopeotid-haltiges
Kollagen in 2D-Struktur verwendet, was eine Diskussion mit den eigenen Ergebnissen er-
schwert. Auch Studien von (Harley et al., 2009) beschreiben ein System aus 3 Komponenten
mit Kollagen, Glykosaminoglykanen und Calciumphosphat, aber die Herstellung der Scaffolds
durch Zusammenrühren einer Suspension und Präzipitation in Phosphorsäure ist im Vergleich
zu den in dieser Arbeit hergestellten Scaffolds sehr verschieden und der Fokus der Studien lag
nicht auf der Verwendung von Heparin/Glykosaminoglykanen.
Bei der qualitativen Bestimmung des Heparingehaltes an den Scaffolds zeigten vor allem die
„insitu“-modifizierten Scaffolds eine intensivere Färbung auf der Oberfläche und im Querschnitt
der Scaffolds aufgrund der Ausbildung von DMMB/Heparin-Komplexen. Ausgehend von der
„insitu“-Modifizierungsvariante, bei der das Heparin vor der Fibrillierung und Mineralisierung
zugegeben wurde, ist es nachvollziehbar, das Heparin gleichmäßig im gesamten Scaffold ver-
teilt ist und damit bei der Färbung deutlich sichtbar war.
Bei der „post“-Modifizierung konnte sich das Heparin nur an der Oberfläche des Fibril-
len/Mineral-Nanokompositmaterials anlagern. Dennoch war Heparin in den Färbungen (je nach
eingesetzter Heparinkonzentration) auf der Oberfläche und im Querschnitt des Scaffolds zu
erkennen, was auf die Porenstruktur zurückzuführen ist. Vermutlich sind Unterschiede in der
Anlagerung des Heparins (z.B. am Material oder zwischen Kollagen und HAP) erst im Nanome-
terbereich sichtbar, was aber mit dem verwendeten optischen Stereomikroskop technisch nicht
möglich war.
5.1.2 Einfluss von Heparin auf die Scaffoldeigenschaften
Mechanische Kenngrößen, der Elastizitätsmodul und die Druckspannung, wurden von den
modifizierten Scaffolds („insitu“ und „post“) im Vergleich zur Heparin-freien Variante bestimmt,
um einen eventuellen Einfluss von Heparin festzustellen. In einer früheren Studie wiesen die
porösen Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen einen Elastizitätsmodul von 90 kPa (Gelinsky et
al., 2008) auf, welcher vergleichbar mit den Scaffolds ohne Heparin-Modifizierung ist. Bei den
„insitu“-modifizierten Varianten zeigte sich, dass die mechanischen Eigenschaften des Materials
im Gegensatz zur Heparin-freien Variante und der „post“-Modifizierung gesteigert und die
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Scaffolds steifer und fester wurden. Vermutlich wurde durch die Interaktionen des Heparins
während der Kollagen-Fibrillenbildung von „insitu“-modifizierten Scaffolds die Kollagenstruktur
stabilisiert, wie von (McPherson et al., 1988; Stamov et al., 2008) angedeutet, welches sich in
den gesteigerten mechanischen Werten widerspiegelt. Der leicht erhöhte Mineralgehalt im Be-
reich von ca. 68% gegenüber Scaffolds ohne Heparin mit ca. 65% scheint hierbei vernachläs-
sigbar zu sein.
Die „post“-modifizierte Variante weist im Vergleich zur „insitu“-Variante einen geringeren Elasti-
zitätsmodul und verminderte Druckspannung auf. Ein weiterer Faktor ist ein weiterer Gefrier-
trocknungsprozess, der bei der „insitu“- und der Heparin-freien Variante nicht notwendig war.
Somit konnten möglicherweise durch die erneute Bildung von Eiskristallen beim Einfrierprozess
bereits vorhandene Strukturen innerhalb des Scaffolds zerstört und damit die mechanischen
Eigenschaften negativ beeinflusst worden sein.
Neben den mechanischen Eigenschaften des Scaffolds ist eine poröse Struktur für die Anwen-
dung im in situ Tissue Engineering ein wichtiger Faktor. Die Porengröße der mineralisierten
Kollagenscaffolds lag bei ca. 130 µm im Durchschnitt (Bestimmung anhand von REM-
Aufnahmen), welches im optimalen Bereich für das Knochengewebe ist, um die Zellbesiedlung,
das Einwandern von Zellen in die Poren und das Einwachsen von Blutkapillaren zu fördern (Pa-
tel et al., 2002; Cui et al., 2007; Gelinsky et al., 2008; Harley et al., 2009; Kanungo und Gibson,
2009; Meyer et al., 2009). Die „insitu“- und „post“-Modifizierung der Scaffolds aus mineralisier-
tem Kollagen mit unterschiedlichen Heparinkonzentrationen hatte keinen Einfluss auf die Mikro-
struktur (Porengeometrie). Im Gegensatz zu den Studien von (McPherson et al., 1988; Stamov
et al., 2008; Stamov et al., 2011) schien der Einbau von Heparin während der Fibrillogenese
einen Einfluss auf die Fibrillenstruktur zu haben. Vermutlich ist das Verhalten beim Heparinein-
bau durch die Komponente Mineral bzw. das Zusammenspiel der Komponenten Kollagen und
Mineral deutlich anders. Auch Untersuchungen zur Nanostruktur mittels TEM ergaben keine
großen Unterschiede in der Orientierung und Größe der Kristallplättchen zwischen Heparin-
freien und „insitu“-modifizierten Scaffolds.
Zusätzlich wurde der Einfluss der Heparin-Modifizierung auf die Zusammensetzung der Scaf-
folds aus mineralisiertem Kollagen untersucht. Im Vergleich zur Heparin-freien Variante führte
die „insitu“-Modifizierung zu einem leicht erhöhten Mineralanteil, wohingegen die „post“-
Modifizierung einen leicht reduzierten Mineralanteil aufwies. Im Gegensatz dazu wurde in den
Arbeiten von (König et al., 2014) ein stark reduzierter Mineralanteil bei der Zugabe von Heparin
während der Herstellung von mineralisierten Kollagenmatrices (im Vergleich zu einer Heparin-
freien Variante und der nachträglich modifizierten Variante) gefunden. Eine mögliche Erklärung
für die Unterschiede ist das Telopeptid-haltige Kollagen im Gegensatz zum Telopeptid-freien
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Kollagen, welches in der vorliegenden Arbeit verwendet wurde. Die Studie von (Stamov et al.,
2011) beschreibt aber Interaktionen von Heparin mit beiden Kollagen-Typen, wobei stärkere
Wechselwirkungen von Heparin mit Telopeptid-freiem Kollagen durch eine hier vorhandene
höchst basische Bindungsstelle auftreten. Dennoch kann der Prozess der Fibrillenbildung von
Telopeptid-haltigem Kollagen, im Gegensatz zu Telopeptid-freiem Kollagen, in Gegenwart von
Heparin durch die dritte Komponente (Calciumphosphat) stark beeinflusst werden und verur-
sacht so die Unterschiede im Mineralgehalt der Scaffolds.
5.1.3 Einfluss auf die Adhäsion, Proliferation und Differenzierung von hMSC
In früheren Arbeiten zur Charakterisierung von Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen von
(Bernhardt et al., 2007; Lode et al., 2008) konnte geziegt werden, dass hMSC auf dem Material
adhärieren, proliferieren und sich osteogen differenzieren. Der Einfluss der Heparin-
Modifizierung der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen auf die Adhäsion, Proliferation und
osteogene Differenzierung wird im folgendem diskutiert. Dazu wurde die LDH-Aktivität (als Maß
für die Zellzahl), ALP-Aktivität (osteogene Differenzierung), die Zellvitalität und -verteilung
(mittels MTT-Test) und die Zellverteilung (anhand von REM-Aufnahmen) von mit hMSC besie-
delten Scaffolds bestimmt. Die Modifizierung der Scaffolds mit Heparin („insitu“ und „post“) be-
wirkte hierbei eine verbesserte Adhäsion der Zellen in vitro, förderte die Proliferation und stei-
gerte deutlich die osteogene Differenzierung gegenüber Heparin-freien Scaffolds.
Es konnte in den Versuchen zuerst die Einwanderung von Zellen in das Scaffoldmaterial durch
die interkonnektierende Porenstruktur, später dann eine homogene Zellverteilung anhand von
REM- und MTT-Aufnahmen bestätigt werden. Die Modifizierung mit Heparin („insitu“ und „post“)
führte zu einem beschleunigten Einwachsen der Zellen in das Scaffold.
Wie zuvor beschrieben, bindet Heparin zahlreiche Proteine und Wachstumsfaktoren, welche die
Adhäsion, Proliferation und Differenzierung von Zellen fördern. Unter anderem spielen die Fak-
toren Fibronectin und Vitronectin, welche im Serum des Zellkulturmediums enthalten sind, eine
entscheidende Rolle bei der Zellanheftung an Oberflächen (Trowbridge und Gallo, 2002; Benoit
et al., 2007; Vater, 2009; Gümüşderelioğlu und Aday, 2011). Heparin-modifizierte Scaffoldober-
flächen sind im Vergleich zu Heparin-freien Varianten attraktiver für Zellen, da durch starke ne-
gative Ladungen des Heparins Serumproteine (u.a. Adhäsions- und Wachstumsfaktoren) ge-
bunden und somit auch an der Oberfläche präsentiert werden. Aber auch Scaffolds aus minera-
lisiertem Kollagen ohne Heparin sind sehr biokompatibel, in dem sie durch die vorhandenen
RGD-Sequenzen des Kollagens die Zelladhäsion fördern und das Mineral HAP Serumproteine
bindet (Kilpadi et al., 2001).
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Ausgehend von dem beschriebenen Mechanismus der Heparin/Protein-Interaktionen zeigte
sich bei der Kultivierung von hMSC auf Heparin-modifizierten gegenüber Heparin-freien Scaf-
folds ein positiver Einfluss des Heparins. Hierbei förderte Heparin die Adhäsion auf den Scaf-
folds und führte bei den „insitu“- und „post“-modifizierten Scaffolds im Vergleich zur Heparin-
freien Variante fast zu einer Verdoppelung der Zellzahl. Übereinstimmend wurde in den Arbei-
ten von (Lode et al., 2008) eine Steigerung der Zellzahl (Endothelzellen) auf Heparin-
modifizierten Calciumphosphatzementoberflächen nach 24 h Adhäsionszeit im Vergleich zu
einer Zementoberfläche ohne Heparin beschrieben. Auch nach weiterer Kultivierung über 28
Tage förderte die Heparin-Modifizierung der Scaffolds die Zellproliferation, wobei die Zellzahl
auf „insitu“- und „post“-modifizierte Varianten im Gegensatz zur Heparin-freien Variante signifi-
kant erhöht war. Vermutlich werden die Proteine durch die Interaktion mit Heparin stabilisiert
und deren biologische Aktivität verbessert, wie es in zahlreichen Studien beschrieben wird
(Capila und Linhardt, 2002; Trowbridge und Gallo, 2002; Benoit und Anseth, 2005). Ein Unter-
schied bei der Zellproliferation zwischen „insitu“- und „post“-modifizierten Varianten und den
verschiedenen, eingesetzten Heparinkonzentrationen war nicht zu erkennen. Allerdings wurde
nachgewiesen, dass ein Teil des eingesetzten Heparins über die Kultivierungsdauer freigesetzt
wurde. In verschiedenen Studien wurde einerseits gezeigt, dass lösliches Heparin im Medium
die Proliferation förderte (Kumarasuriyar et al., 2009) und andererseits die Proliferation und Dif-
ferenzierung von Zellen aufgrund der starken negativen Ladungen des Moleküls inhibierte
(Nikitovic et al., 2005). Vielmehr scheint es einen konzentrationsabhängigen Effekt zu geben,
bei dem geringe Konzentrationen (<1 µg/ml) von Heparin die Proliferation und Differenzierung
stimulieren, während höhere Konzentrationen (>5 µg/ml) die metabolische Aktivität der Zellen
inhibieren (Hausser und Brenner, 2004). Aufgrund der zu hohen Nachweisgrenze des DMMB-
Assays konnte bei den Heparin-modifizierten Scaffolds während der Kultivierungsdauer nicht
nachgewiesen werden, wieviel Heparin ins Zellmedium freigesetzt wurde. In Kombination mit
unterschiedlichen Scaffolds zeigten viele Studien einen positiven Effekt von Heparin auf die
Proliferation von verschiedenen Zelltypen. In den Arbeiten von (Ruozi et al., 2009) förderten
Heparin-modifizierte kollagenbasierte Membranen die Proliferation von Fibroblasten, während
die Studie der Gruppe (Gümüşderelioğlu und Aday, 2011) eine Unterstützung der Proliferation 
und osteogenen Differenzierung von Präosteoblasten auf Heparin-funktionalisierten Chitosan-
scaffolds zeigte. (Benoit und Anseth, 2005) beschreibt eine erhöhte Zelladhäsion, Proliferation
und osteogene Differenzierung von hMSC in Heparin-modifizierten PEG-Hydrogelen im Ver-
gleich zu Hydrogelen ohne Heparin. Der positive Effekt von Heparin auf die metabolische Aktivi-
tät der Zellen wird in den Studien durch die Bindung von Serumproteinen diskutiert.
Zusätzlich wurde in den eigenen Versuchen die osteogene Differenzierung anhand des frühen
osteoblastären Markers ALP untersucht. Dabei zeigte sich bei allen gemessenen Zeitpunkten,
unter Zugabe von osteogenen Supplementen, eine signifikante Zunahme der ALP-Aktivität von
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Zellen auf Heparin-modifizierten Scaffolds im Vergleich zu Zellen auf Heparin-freien Scaffolds.
Ein Unterschied der ALP-Aktivität zwischen „insitu“- und „post“-modifizierten Scaffolds war nicht
zu erkennen. Allerdings hatte die eingesetzte Heparinkonzentration bei den „insitu“-
modifizierten Scaffolds einen Einfluss, wobei mit steigender Heparinkonzentration auch die
ALP-Aktivität der Zellen auf dem Material zunahm. Bei den „post“-modifizierten Scaffolds war
dieser Effekt tendenziell auch zu beobachten. Eine Erklärungsmöglichkeit ist einerseits eine
indirekte Wirkung von Heparin durch die Bindung und Anlagerung von osteogenen Faktoren
(wie BMP-4 (Tomoyasu et al., 2007)) durch das am Scaffold gebundene Heparin. Andererseits
könnte Heparin auch eine direkte Wirkung haben, in dem durch Interaktionen von gebunden
Faktoren deren biologische Wirkung verstärkt wurde und dies somit zu einem gesteigerten Ef-
fekt auf die osteogene Differenzierung der Zellen führte. In der Literatur wird beschrieben, dass
durch die Protein-bindenden Domänen von Heparin/Heparinsulfat in vivo die Differenzierung
von hMSC in Osteoblasten mit reguliert wird. Neben bFGF sind auch Faktoren der TGF-ß Fami-
lie, als auch Kollagene, Laminine und Fibronektine von Bedeutung (Cool und Nurcombe, 2005;
Jackson et al., 2006). Eine Förderung der osteogenen Differenzierung durch Heparin wurde in
unterschiedlichen Arbeiten beschrieben. In Studien von (Mathews et al., 2014) konnte durch die
Beschichtung von Zellkulturplatten mit Heparin eine gesteigerte ALP-Aktivität von hMSC und
die Hochregulation von osteogenen Markern nachgewiesen werden. Heparin-funktionalisiertes
PEG-basiertes Material konnte in Lösung befindliches bFGF binden und die Heparin-
funktionalisierten Scaffolds unterstützten die osteogene Differenzierung von hMSC (Benoit und
Anseth, 2005; Benoit et al., 2007). Auch Studien von (Liu et al., 2010) und (Gümüşderelioğlu 
und Aday, 2011) mit Chitosan/Heparin-Scaffolds zeigten einen förderlichen Effekt von Heparin
auf die osteogene Differenzierung von hMSC.
5.1.4 VEGF-Freisetzung und biologische Aktivität
Bindung von VEGF an das Scaffoldmaterial
Die Bindung des Wachstumsfaktors VEGF an Heparin-freie Scaffolds ist unspezifisch und er-
folgt größtenteils an die Mineralphase. Die nicht kovalente Bindung von HAP mit verschiedenen
Proteinen auf atomarer Ebene ist bis heute nicht eindeutig geklärt (Dong et al., 2007). In den
Arbeiten von (Dong et al., 2007) wird vermutet, dass Wachstumsfaktoren im Wesentlichen mit
HAP-Kristallen interagieren können. Anhand des Wachstumsfaktors BMP-2 wurden Interaktio-
nen mit –OH-, –NH3
+ und –COO- nachgewiesen, wobei viele Proteine in den Experimenten nur
mit der funktionellen Gruppe –COO- interagierten. Die Adsorptionsmechanismen beruhen dabei
neben den Coulomb-Kräften auch auf Wasserstoffbrückenbindungen, die bei Gruppen ohne
Nettoladungen (–OH und –NH2) eine Rolle spielen. (Boix et al., 2005) konnte die Adsorption von
BMP-2 an präzipitierten HAP-Kristallen nachweisen. Dabei wurden die basischen Aminosäu-
rereste, welche in einer hohen Konzentration im Molekül BMP-2 vorliegen, bei einem pH-Wert
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unterhalb des isoelektrischen Punktes von BMP-2 protoniert und formten Wasserstoffbrücken-
bindungen mit der HAP-Oberfläche. Schlussfolgernd kann diese Bindung auch für den Wachs-
tumsfaktor VEGF an die HAP-Phase des Scaffolds gelten, da dieser auch einen hohen Anteil
an basischen Aminosäuren besitzt (Grünewald et al., 2010; Chen et al., 2011). Unter diesem
Gesichtspunkt konnte eine relativ starke Bindungseffizienz auch an den Heparin-freien Scaf-
folds nachgewiesen werden, bei denen 90% der eingesetzten VEGF-Menge gebunden hatte.
Eine noch bessere Bindungseffizienz mit nahezu 99% konnte an Heparin-modifizierten Scaf-
folds festgestellt werden. Wie bereits beschrieben, bindet Heparin spezifisch den Wachstums-
faktor VEGF, so dass eine sehr effektive Bindung des eingesetzten Faktors am modifizierten
Material zustande kommt. VEGF-A165 ist eine Heparin-bindende Isoform (Klagsbrun und
D’Amore, 1996; Ferrara, 1999; Breier, 2000). Hierbei scheint die Heparin-bindende Funktion
von VEGF-A165 komplett von einer Domäne am Carboxyterminalen Ende (Aminosäuren von
111-165) vermittelt zu werden (Berleau, 1996). Dadurch bindet der Wachstumsfaktor spezifisch
und reversibel am Scaffold-gebundenen Heparin. In den nachfolgenden Abschnitten wird die
VEGF-Freisetzung von Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds diskutiert, wobei sich
ein positiver Effekt der spezifischen Bindung von VEGF an Heparin bestätigte.
Initiale VEGF-Freisetzung
Bei der Freisetzung des VEGF aus Heparin-freien Scaffolds führte die unspezifische Bindung
des Faktors an die Komponenten Kollagen und Mineral zu einer hohen initialen Freisetzung des
eingesetzten VEGF von 35% am Tag 1.
Im Gegensatz zur Heparin-freien Variante gab es nur eine sehr geringe initiale Freisetzung bei
den Heparin-modifizierten Varianten. Es wurden geringere Mengen von VEGF im Bereich von
2-8% am Tag 1 freigesetzt. Die Freisetzungsrate wurde bei den „insitu“-modifizierten Varianten
durch die unterschiedlichen, eingesetzten Heparinkonzentrationen (30, 75 und 150 mg Hepa-
rin/g min. Koll.; mehr Heparin verzögerte die Freisetzung von VEGF stärker), vermutlich durch
die Anzahl an Heparinbindungsstellen am Scaffold, beeinflusst.
Mit den bisherigen Daten ist derzeit ungeklärt, ob ein Freisetzungssystem mit einer hohen initia-
len und einer anschließenden langanhaltenden Freisetzung nicht sogar effektiver ist als ein
Freisetzungssystem ohne „inital burst“. Neben dem anfänglichen Verlust des Wachstumsfaktors
bei einer hohen initialen Freisetzung und damit auch einer fehlenden Wirksamkeit im Anwen-
dungsbereich, werden in der Literatur negative Effekte beschrieben, wenn zu hohe Dosen an
VEGF freigesetzt werden. Dabei kann es bei der Bildung von neuen Blutkapillaren zu missge-
bildeten Gefäßen kommen, die eine hohe Gefäßundichtigkeit aufweisen oder dichte Gefäß-
strukturen ohne Funktion ausgebildet werden (Drake und Little, 1995; Horowitz et al., 1997;
Zisch et al., 2003). Darüber hinaus ist VEGF konzentrationsabhäng an der Osteogenese
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beteiligt und hohe Dosen können den Prozess inhibieren (Gerber et al., 1999; Dai und Rabie,
2007). VEGF induziert eine normale Angiogenese oder die Bildung von geschädigten Kapillaren
in einem strikt konzentrationsabhängigen Muster (Ozawa et al., 2004). In vitro wurde in dieser
Arbeit am Beispiel der proliferationsstimulierenden Wirkung von VEGF der Einfluss der Kon-
zentration nachgewiesen, in dem die Proliferation der Zellen außerhalb des Bereich von 10-
17 ng VEGF/ml abnahm (siehe „Biologische Aktivität des freigesetzten VEGF“ in diesem Ab-
schnitt). Zudem kann in vivo ein synergistischer Effekt durch die Gegenwart von mehreren
Wachstumsfaktoren auftreten.
In vielen Studien wird die Verringerung einer hohen initialen Freisetzung des Faktors ange-
strebt, meistens jedoch mit dem Ziel, nicht die gesamte Menge des Faktors in der Anfangszeit
freizusetzen. Tritt hingegen eine initial hohe Freisetzung für einen kurzen Zeitraum auf, könnte
eine verstärkte Aktivierung und Migration von Zellen in Richtung des Scaffolds hervorgerufen
werden. Aus den in der Literatur beschriebenen Daten ist nicht eindeutig zu erkennen, ob eine
hohe initiale Freisetzung einen positiven, keinen oder negativen Effekt auf die Defektheilung
hat. Eine hohe initiale Freisetzung von VEGF zeigte z.B. eine unterstützende Wirkung zur Bil-
dung eines vaskulären Netzwerkes in einem ektopen Implantat in Ratten, wohingegen in der-
selben Studie die Freisetzung bei orthotopen Defekten keinen Effekt von VEGF auf die Vasku-
larisierung zeigte (Kempen et al., 2009). Ein poröses Scaffold, welches in Ratten implantiert
wurde und eine hohe initiale Freisetzung mit anschließender kontrollierten Freisetzung über
mehr als 2 Wochen zeigte, bewirkte die Bildung von neuen Blutgefäßen. Allerdings nahm diese
erst nach 2 bis 3 Wochen sprunghaft zu (Elcin und Elcin, 2006), welches auf den Effekt der
langanhaltenden Freisetzung schließen lässt. In Studien von (Du et al., 2014) mit einem Drug
Delivery-System ist ersichtlich, dass eine langanhaltende Freisetzung mit geringem „initial burst“
die Einsprossung von Blutgefäßen in vivo in ein Scaffold förderte. Im Vergleich dazu war bei
Varianten mit einer hohen initialen und danach geringen Freisetzung kein vergleichbarer Effekt
zu sehen.
VEGF-Freisetzung über einen längeren Zeitraum
Bei Freisetzungsversuchen über 28 Tage wurde VEGF relativ konstant und langanhaltend
(ohne bzw. mit nur sehr geringem „initial burst“) aus den Heparin-modifizierten („insitu“ und
„post“) Varianten im Vergleich zur Heparin-freien Variante freigesetzt, was durch die spezifische
Bindung des Wachstumsfaktors VEGF-A165 an Heparin zu erklären ist.
In verschiedenen Studien mit unterschiedlichsten Freisetzungssystemen wurden ähnliche Frei-
setzungskinetiken beschrieben. Mit Heparin funktionalisierte Scaffoldtypen zeigten eine kon-
stante Freisetzung, u.a. aus PEG-vernetzten Heparinhydrogelen (Tae et al., 2006), aus Hepa-
rin-funktionalisierten PLGA-Nanopartikeln (Chung et al., 2006), aus einem Kompistmaterial mit
Biozement und Kollagen modifiziert mit Heparin (Lode et al., 2008) und von Hyaluronsäure-
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hydrogelen mit Heparin (Pike et al., 2006). Aber auch ohne den Einsatz von Heparin kann eine
langanhaltende Freisetzung erreicht werden. In den Studien von (Farokhi et al., 2013) konnte
über 28 Tage VEGF und PDGF aus Seiden/Calciumphosphat/PLGA-Scaffolds konstant freige-
setzt werden. Die verzögerte Freisetzung ist hier auf das Material PLGA zurückzuführen, in dem
der Faktor vermutlich durch negative Gruppe gebunden hatte und durch den Prozess des
Elektrospinnings (Herstellung feiner Faserstränge) in das Material mit eingearbeitet wurde.
Auch mit VEGF beladene Mikrosphären aus PLGA wiesen eine langanhaltende Freisetzung
über 42 Tage auf (Zhang et al., 2014).
Die Art der Modifizierung („insitu“ und „post“) hatte bei der 7-tägigen Freisetzung keinen großen
Einfluss, wobei die freigesetzte VEGF-Menge bei „insitu“-modifizierten im Vergleich zu „post“-
modifizierten Scaffolds bei einem Wiederholungsversuch über 28 Tage erhöht war. Zusätzlich
wurde nachgewiesen, dass je mehr Heparin für die Modifizierung der Scaffolds verwendet wur-
de und gebunden hatte, desto weniger VEGF wurde freigesetzt. Dies trifft sowohl für die
„insitu“- als auch für die „post“-Modifizierung zu, wobei der konzentrationsabhängige Unter-
schied in der VEGF-Freisetzung bei den „insitu“-Varianten tendenziell klarer zu erkennen war.
Vermutlich liegt dieser Umstand an der geringeren Menge am Scaffold gebundenen Heparins
oder mehr frei verfügbarer Bindungsstellen des nachträglich am Material gebundenen Heparins
(„post“). In den Arbeiten von (Lode et al., 2008) wurden vergleichbare Ergebnisse nachgewie-
sen, bei denen die VEGF-Freisetzung von Zementen modifiziert mit Kollagen und Heparin ab-
hängig von der eingesetzten Heparinkonzentration war.
Die kumulative Darstellung der VEGF-Freisetzung aus nicht-modifizierten Scaffolds aus min-
eralisiertem Kollagen zeigte eine nahezu vollständige Freisetzung des Wachstumfaktors, wäh-
rend im Vergleich zu den Heparin-modifizierten Scaffolds („insitu“ und „post“) nur 13-25% der
eingesetzten Menge freigesetzt wurde. Schlussfolgernd befand sich das verbleibende VEGF
gebunden am Heparin-modifizierten Scaffold. Auch bei (Wissink et al., 2001) wurde unter Ver-
wendung von vernetzten Kollagen-Matrices innerhalb von 7 Tagen 75% und nach 28 Tagen
100% des eingesetzten Wachstumsfaktors bFGF (ebenfalls ein Heparin-bindender Wachstums-
faktor) freigesetzt, während Heparin-beladene Kollagen-Matrices nur 65% freisetzten. In vivo
binden die verschiedenen Isoformen des VEGF (auch VEGF-A165) an die extrazelluläre Matrix
und damit auch an Heparansulfat (Houck et al., 1992; Park et al., 1993; Schönherr und Haus-
ser, 2000; Kanematsu et al., 2004) und werden durch Enzyme (z.B. Heparinasen (Houck et al.,
1992; Schönherr und Hausser, 2000)) freigesetzt. Somit dient das an der extrazellulären Matrix
gebundene VEGF als biologisches Reservoir um, wenn nötig verschiedene Zelltypen nach der
Freisetzung zu mobilisieren und um die Wachstumsfaktoren vor enzymatischer Degradation
und Hydrolyse in der Matrix zu schützen (Schönherr und Hausser, 2000; Kanematsu et al.,
2004). Es ist möglich, dass der natürliche Prozess in vivo, welcher für die Freisetzung aus der
extrazellulären Matrix verantwortlich ist, auch das verbleibende VEGF von Heparin-
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modifizierten Scaffolds nach einer Implantation freisetzen kann. An der extrazellulären Matrix
gebundenes, nicht freigesetztes, VEGF unterstützte in den in vitro Studien von (Park et al.,
1993) das Wachstum von Endothelzellen.
Allerdings wurde in einem Freisetzungsexperiment über 28 Tage nur 40% des eingesetzten
VEGF freigesetzt, welches im Gegensatz zum Ergebnis der vollständigen VEGF-Freisetzung
aus der Heparin-freien Variante über 7 Tage in einem vorhergehenden Versuch steht. Der
überwiegende Anteil des eingesetzten VEGF musste demnach noch am Scaffold gebunden
gewesen sein. Für diese beiden Versuche wurden die Scaffolds aus verschiedenen Kol-
lagenchargen hergestellt. Vermutlich hatte sich das Kollagen und damit die Morphologie und die
Zusammensetzung des Materials über die Zeit geändert, was bei der Analyse im REM bzw. bei
der Bestimmung des Mineralgehaltes aber nicht zu erkennen gewesen war. Dies könnte die
Ursache für die veränderte Freisetzungskinetik gewesen sein.
Durch die Modifizierung der Scaffolds mit Heparin konnte im Vergleich zu Heparin-freien Vari-
anten erfolgreich die initial hohe Freisetzung reduziert bzw. unterdrückt werden und VEGF wur-
de langanhaltend verzögert freigesetzt. Damit scheinen die Heparin-modifizierten Scaffolds als
Drug Delivery-System für Wachstumsfaktoren wie VEGF geeignet zu sein.
Biologische Aktivität des freigesetzten VEGF
In dieser Arbeit wurde neben der quantitativen Bestimmung des freigesetzten VEGF aus Hepa-
rin-modifizierten und Heparin-freien Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen mittels ELISA auch
die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF bestimmt. Eine langanhaltende und kontinuier-
liche Freisetzung, welche in dieser Arbeit mit den Heparin-modifizierten Scaffolds aus minerali-
siertem Kollagen erzielt werden konnte, birgt das Risiko, dass der Wachstumsfaktor über die
Kultivierungszeit durch Degradation an biologischer Aktivität verliert. Die Bindung des Wachs-
tumsfaktors VEGF an Heparin schützt hierbei den Faktor vor Degradation, stabilisiert diesen
vermutlich durch Konformationsänderungen der Struktur und verzögert zusätzlich die Freiset-
zung (Gitay-Goren et al., 1992; Berleau, 1996; Capila und Linhardt, 2002; Tayalia und Mooney,
2009; Balasubramanian et al., 2010; Chen et al., 2010a). Gerade im Bereich der Knochenrege-
neration kann eine langanhaltende Freisetzung die Effektivität von Wachstumsfaktoren durch
den simultanen Einfluss auf die Angiogenese und Osteoblastendifferenzierung erhöhen (Gerber
et al., 1999; Gerber et al., 1999; Mayr-Wohlfart et al., 2002; Street et al., 2002). In den Studien
von (Wernike et al., 2010) unterstützte eine Freisetzung von VEGF über 28 Tagen aus Cal-
ciumphosphatkeramiken, implantiert in Schädeldefekten von Mäusen, die Vaskularisierung,
Osseointegration und die Knochenbildung. Auch in noch nicht veröffentlichte Arbeiten von
Stefan Zwingenberger (2014) führten BMP-2 beladene Scaffolds, welche den in dieser Arbeit
verwendeten „post“-Scaffolds (P-75) entsprechen, in vivo nach 6 Wochen zu einer gesteigerten
Kallus-Bildung in Mäusen im Gegensatz zur Kontrolle.
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Um den Erhalt der biologischen Aktivität von VEGF zu bestimmen, gibt es verschiedene Mög-
lichkeiten, indem z.B. die proliferationsstimulierende Wirkung (Lode et al., 2008; Yang et al.,
2014), chemoattraktive Effekte (Green et al., 2009; Gabrielyan et al., 2014) oder die angiogene
Wirkung durch die Ausprossung von Gefäßen (Gerhardt, 2003; Jin et al., 2011; You et al.,
2013) oder Bildung eines tubulären Netzwerkes aus Endothelzellen oder andere Zelltypen (Ger-
ritsen et al., 2003; Yadav et al., 2012; Chwalek et al., 2014) untersucht wird.
In dieser Arbeit wurde der Erhalt der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF anhand von
Proliferationsassays nachgewiesen. Hierbei wurde die Wirksamkeit des freigesetzten VEGF aus
Heparin-freien mit dem aus Heparin-modifizierten Scaffolds verglichen. Zusätzlich wurde eine
VEGF-Kalibriergerade mitgeführt, bei der definierte Konzentrationen von „frischem“ VEGF dem
Zellkulturmedium hinzugefügt wurden und anschließend die Zunahme der Zellzahl innerhalb
einer dreitätigen Inkubationszeit bestimmt wurde. Ein Bereich von 10-17 ng VEGF/ml war dabei
optimal für die Proliferation von HDMEC. Es ist sehr schwierig anhand der Datenlage eine ver-
gleichbare Aussage zu der in dieser Arbeit erzielten Wirksamkeit von VEGF zu treffen. Sehr
viele Parameter (u.a. das Scaffoldsystem, der Versuchsaufbau, verschiedene Zelltypen, unter-
schiedliche Zellreaktionen) beeinflussen hierbei die konzentrationsabhängige Wirkung von
VEGF. Um einige Beispiele zu nennen, wurden in Arbeiten von (Chung et al., 2009) Konzentra-
tionen im Bereich von 20-60 ng VEGF/ml (immobilisiert auf Kollagenscaffolds) untersucht, die
zu einer Steigerung der Zellzahl führte. Ein ähnliches System nur mit höheren Konzentrationen
im Bereich von 50-100 ng VEGF/ml führte in Studien von (Shen et al., 2008) zu einer Zuname
der Zellzahl, während in Arbeiten von (Aizawa et al., 2010) sogar 500 bis 1000 ng VEGF/ml in
Lösung und immobilisiert in einem Agarosegel eingesetzt wurden. Niedrigere Konzentrationen
an VEGF führten in der Studie von (Aizawa et al., 2010) dagegen zur Chemoattraktion (Migrati-
on der Zellen), ausgelöst durch einen Wirkstoffgradienten. Bei einer vergleichbaren Arbeit wur-
den Konzentrationen von 400 ng VEGF pro Scaffold verwendet, um die biologische Aktivität von
VEGF zu testen. Das aus den Scaffolds freigesetzte VEGF wurde anschließend auf die Zellen
gegeben. Dabei war die Zunahme der Proliferation signifikant höher als bei Scaffolds ohne
VEGF (Lode et al., 2008). In Studien von (Chung et al., 2009) wurde auch eine Steigerung der
Zellproliferation mit freigesetztem VEGF aus Heparin-modifizierter, demineralisierter Knochen-
matrix im Vergleich zu Scaffolds ohne VEGF nachgewiesen.
Im Nachfolgenden wird diskutiert, inwiefern die metabolische Aktivität des eingesetzten VEGF
im Kultivierungszeitraum die Proliferation der Zellen stimulierte, in welchem Konzentrationsbe-
reich die Zellen reagierten und ob Heparin bei den modifizierten Scaffolds einen Einfluss auf die
biologische Aktivität des freigesetzten VEGF hatte.
Durch die Heparin-Modifizierung („insitu“ und „post“), sowie die unterschiedlichen, eingesetzten
Heparinkonzentrationen, war die Menge an freigesetztem VEGF nach 24 h im Vergleich zur
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Heparin-freien Variante deutlich reduziert. Dieser Unterschied in der freigesetzten VEGF-Menge
aus den Heparin-modifizierten Scaffolds korreliert vermutlich mit einer niedrigeren Zellzahl im
Vergleich zur Heparin-freien Variante. Es fiel aber auf, dass bei der Variante I-30 nur 1/6 der
Menge an VEGF im Gegensatz zur Heparin-freien Variante freigesetzt wurde, die Zunahme der
Zellproliferation jedoch nur leicht reduziert war.
Wie bereits die VEGF-Kalibriergerade zeigte, gibt es einen Zusammenhang in der linearen Zu-
nahme der Zellzahl mit steigender VEGF-Konzentration. Dabei befinden sich die 35 ng
VEGF/ml, freigesetzt von der Heparin-freien Variante, außerhalb des optimalen Bereiches und
die Zellzahl nimmt damit mit steigender VEGF-Konzentration nicht weiter zu. Freigesetztes
VEGF bewirkte, trotz stark unterschiedlicher Konzentrationen (mit 6 ng/ml aus I-30 vs. 35 ng/ml
aus der Heparin-freien Variante), eine ähnliche Zunahme der Zellzahl. Auch scheint mehr frei-
gesetztes VEGF bei der Variante I-75 im Vergleich zu I-150 zu einer Steigerung der Zellzahl
geführt zu haben.
Bei den „post“-Varianten wurden nach 24 h annährend gleiche VEGF-Mengen freigesetzt, wo-
raufhin die Zunahme der Proliferation zwischen den Varianten kaum zu unterscheiden war.
Nach 7 Tagen war die Zunahme der Zellproliferation mit freigesetztem VEGF im Medium der
Heparin-modifizierten-Varianten (mit Ausnahme von P150) höher als bei der Heparin-freien Va-
riante. Obwohl die freigesetzte VEGF-Menge im Medium mit 2,1 ng VEGF/ml bei der Heparin-
freien Variante im Konzentrationsbereich (1,3 bis 2,5 ng/ml) der „insitu“-Varianten liegt, führte
dies nicht zu einem ähnlichen Anstieg der Zellzahl. Demzufolge ist hier eine reine konzen-
trationsabhängige Proliferationssteigerung durch VEGF nicht gegeben, was darauf hindeutet,
dass es einen weiteren Einflussfaktor gab.
Auch bei den „post“-Varianten, mit Ausnahme von P-150, war die Zunahme der Zellproliferation
im Vergleich zur Heparin-freien Variante erhöht, obwohl die freigesetzte VEGF-Menge der Vari-
anten in einem ähnlichen Konzentrationsbereich (1,7 bis 2,8 ng/ml) lag.
Die durchgeführten Versuche waren erfolgreich und die Ergebnisse hatten gezeigt, dass das
aus den Scaffolds freigesetzte VEGF auch nach 7 Tagen noch metabolisch aktiv war und die
Zellen stärker proliferierten als mit Medium ohne VEGF. Zudem konnte auch nachgewiesen
werden, dass Heparin einen Einfluss auf die Wirksamkeit der biologischen Aktivität des VEGF
hatte, was im nachfolgenden Abschnitt näher diskutiert wird.
Einfluss von Heparin auf die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF
Die Ergebnisse deuteten darauf hin, dass Heparin einen positiven Effekt auf die metabolische
Aktivität des freigesetzten Wachstumsfaktors haben könnte. Um den Einfluss näher aufzuklä-
ren, wurden die ermittelten Werte zur Menge des freigesetzten VEGF und zur Zunahme der
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Zellproliferation mit einer Kontrollreihe (mit VEGF-Konzentrationen im Bereich von 0-6 ng
VEGF/ml) verglichen (Abbildung 35).
Heparin führte bei den modifizierten Varianten zu einem positiven Effekt auf die biologische
Aktivität von VEGF und damit zu einer Zunahme der Proliferation von Endothelzellen im Ver-
gleich zum freigesetzten VEGF aus Heparin-freien Scaffolds. Eine Steigerung der mitogenen
Aktivität von Zellen wurde bereits in vielen Studien mit Heparin-modifizierten Biomaterialien und
dem Wachstumsfaktor VEGF dargestellt. In der Arbeit von (Wolf-Brandstetter et al., 2006) wur-
den die Freisetzung und biologische Aktivität von VEGF, freigesetzt aus Titanimplantaten be-
schichtet mit Kollagen und Heparin, untersucht. Hierbei führten in vitro 2 ng freigesetztes
VEGF/cm2 aus den Heparin-modifizierten Implantaten im Vergleich zu reinen Titanimplantaten
zu einer Steigerung der mitogenen Aktivität. Auch Studien von (Steffens et al., 2004) zeigten
durch die Freisetzung von VEGF von Heparin-haltigen Kollagenmatrices eine gesteigerte
Proliferation und Kapillarbildung von Endothelzellen im Gegensatz zu Heparin-freien Kollagen-
matrices. In der Arbeit von (Berleau, 1996) konnte für die Isoform VEGF-A165 gezeigt werden,
dass der Verlust der Heparin-Bindung (durch alternatives Spleißen der RNA oder enzymatische
Spaltung durch Plasmine) zu einer erheblichen Reduktion der mitogenen Aktivität von En-
dothelzellen führte. Des Weiteren wurde durch die Verwendung von Heparinasen (Spaltung von
Heparin) gezeigt, dass die spezifische Bindung von VEGF an Heparin eine entscheidende Rolle
für die biologische Aktivität spielt. Hierbei wurden Heparin-verwandte Moleküle auf der Zellober-
fläche mit Heparinasen gespalten, welches zu einer Inhibierung der VEGF-Bindung (Gitay-
Goren et al., 1992) führte und eine Reduzierung der Proliferation von Endothelzellen und in vivo
Neovaskularisierung bewirkte (Sasisekharan et al., 1994). Bei Zugabe von löslichem Heparin
war eine Bindung von VEGF an die Rezeptoren wieder möglich (Gitay-Goren et al., 1992). In
der Studie wird folglich angenommen, dass die Heparin-verwandten Moleküle auf der Zellober-
fläche für die Bindung von VEGF an die Rezeptoren essentiell sind. In einer anderen Arbeit von
(Brouwer et al., 2013) konnte zudem in vivo das Einwachsen von Blutgefäßen in die Implantati-
onsstelle durch die Anwendung einer Kollagenmatrix mit an Heparin gebundenen Wachstums-
faktoren (u.a. VEGF) beschleunigt werden. Durch diese Studien wird deutlich, dass VEGF
durch die Bindung an Heparin über einen längeren Zeitraum stabilisiert und vor enzymatischer
Degradation geschützt wird und teilweise biologisch aktiver ist, als ungebundenes, lösliches
VEGF. In vivo ist es natürlich, dass VEGF an Heparin bzw. Heparin-ähnlichen Domänen von
Proteoglykanen bindet, welches für die Stabilisierung und Lagerung des Wachstumsfaktors, als
auch für die Bindung von VEGF-A165 an Rezeptoren essentiell ist (Gitay-Goren et al., 1992;
Park et al., 1993; Tessler et al., 1994; Taipale und Keski-Oja, 1997; Schuch et al., 2002; Ashi-
kari-Hada et al., 2005).
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Allerdings gab es Unterschiede in der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF aus den
verschieden modifzierten Scaffolds. Das in die Struktur eingebaute und mit EDC vernetzte He-
parin („insitu“-Modifizierung) zeigte im Vergleich zum nachträglich gebundenen Heparin („post“-
Modifizierung) eine gesteigerte Aktivität des freigesetzten VEGF nach 7-tägiger Inkubation.
Durch die Bestimmung des Heparingehaltes in den Scaffolds konnte gezeigt werden, dass sich
während der Kultivierungszeit (beruhend auf den Daten nach 28-tägiger Inkubationszeit) Hepa-
rin von den Scaffolds ablöste, wobei tendenziell mehr Heparin von Scaffolds mit höherem He-
paringehalt (75/150 mg Heparin/g min. Koll.) freigesetzt wurde. Ein großer Unterschied des ab-
gelösten Heparingehaltes war jedoch zwischen den „insitu“- und „post“-modifizierten Varianten
nicht zu erkennen. Es könnte dennoch sein, dass dieses freigesetzte Heparin mit VEGF einen
Komplex bildet oder direkt ein Heparin/VEGF-Komplex vom Scaffold freigesetzt wird, welcher
eine gesteigerte biologische Aktivität bei der Bindung an Zellrezeptoren aufweist. Auch könnte
Heparin, welches dem Medium hinzugegeben wurde, einen solchen Komplex mit freigesetztem
VEGF eingegangen sein.
Die Heparin-bindende Domäne befindet sich in der Nähe der VEGF-Rezeptor-bindenden Do-
mäne der VEGF-Aminosäuresequenz und ermöglicht durch Interaktionen eine Komplexbildung
von Heparin mit VEGF. Diese VEGF/Heparin-Bindung stabilisiert eine bioaktive homodimeri-
sche Quartärstruktur (Robinson und Stringer, 2001). In Arbeiten der Gruppe von (d’ Angelo et
al., 2013) wurden VEGF und VEGF/Heparin-Komplexe (0,1 µg Heparin/mg PLGA) in PLGA-
basierten Mikrosphären eingekapselt. Hierbei wurde nachgewiesen, dass eingekapseltes VEGF
ohne Heparin einen größeren Effekt auf die Ausbildung von tubulären Endothelzellstrukturen
nach 24 h hatte, während bei der Variante mit Heparin/VEGF-Komplexen scheinbar erst bei
längerer Inkubation (48 und 72 h) die Bindung von Heparin VEGF stabilisierte und die Bildung
von tubulären Strukturen im Vergleich zur Variante mit VEGF ohne Heparin stärker förderte.
Anscheinend beeinflusst aber auch die Heparinkonzentration die Bindung von VEGF an die
Rezeptoren. So konnte in den Studien von (Gitay-Goren et al., 1992) gezeigt werden, dass ge-
ringe Konzentrationen an Heparin (0,1-1 µg/ml) im Vergleich zu hohen Konzentrationen (10-
1000 µg/ml) die Bindung an die VEGF-Rezeptoren der Zellen unterstützten. Die Bindung von
VEGF an einem Rezeptor, welcher anschließend einen Komplex mit einer Größe von 225 kDa
(verursacht durch hohe Heparinkonzentrationen) bildete, war dabei weniger sensitiv gegenüber
Heparin. Im Vergleich dazu unterstützen niedrige Heparinkonzentrationen die Bindung von
VEGF an den Rezeptor, während ein VEGF/Rezeptor-Komplex von nur 170 kDa gebildet wur-
de. Die Nachweisgrenze des in dieser Arbeit verwendeten DMMB-Assays zur Bestimmung der
freigesetzten Heparinmenge aus den Scaffolds war zu hoch, um Konzentrationen im Bereich
von µg/ml nachzuweisen. Dadurch war ein positiver oder negativer Effekt der freigesetzten He-
parinmenge auf die biologische Aktivität von VEGF nicht feststellbar.
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Eine andere Überlegung ist ein möglicher förderlicher Einfluss der zusätzlichen Vernetzung von
Heparin mit EDC bei den „insitu“-modifizierten Scaffolds auf die biologische Aktivität von VEGF.
In Studien der Gruppe (Steffens et al., 2004) wurden Kollagenmatrices mit Heparin modifiziert,
die mit unterschiedlichen Mengen an EDC (0,2 bis 2 mg/500 µl) vernetzt wurden. Hierbei konnte
gezeigt werden, dass mit zunehmender Menge an eingesetztem EDC (bei gleichbleibendem
Heparingehalt und gleicher VEGF-Konzentration) die Zellproliferation in vitro und die Anzahl der
gebildeten Kapillaren in der Matrix in vivo gesteigert wurden. Somit könnte auch EDC bei der
Vernetzung der „insitu“-modifizierten Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen einen positiven
Einfluss auf Heparin durch eine mögliche Aktivierung von funktionellen Gruppen gehabt haben,
welches später die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF erhöhte.
Zusammenfassend wurde nachgewiesen, dass die Heparin-Modifizierung („insitu“ und „post“)
im Gegensatz zu Heparin-freien Varianten, die VEGF-Freisetzung langanhaltend verzögerte
und die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF steigerte. Besonders „insitu“-modifizierte
Varianten zeigten eine erhöhte biologische Aktivität durch einen möglichen Einfluss von Heparin
und der EDC-Vernetzung im Vergleich zu „frischem“ VEGF, dass direkt dem Zellkulturmedium
zugesetzt worden war.
Einfluss von Heparin auf das Knochengewebe in vivo
In der Literatur gibt es Hinweise, dass Heparin – vor allem bei hohen Konzentrationen und
langanhaltender Dosis – im Bereich der Knochenregeneration einen negativen Einfluss hat. Es
wurde nachgewiesen, dass Heparin die Bindung von OPG an Osteoblasten inhibiert und ver-
mutlich dadurch die OPG-vermittelte Regulierung der Osteoklastenaktivität stört, wodurch es zu
einer gesteigerten Aktivität von Osteoklasten kommt (Irie et al., 2007). Bei der systemischen
Gabe von Heparin im Bereich von 10.000-30.000 U/Tag über einen längeren Zeitraum von 6
Monaten, um Thromboembolien zu verhindern, wiesen in Studien von (Griffith et al., 1965) 1
Patient (n=10) bzw. von (Hawkins und Evans, 2005) 3 Patienten (n=100) plötzliche Frakturen
und eine Abnahme der Knochendichte auf. Als Ursache wird in der Studie von (Hawkins und
Evans, 2005) vermutet, dass Heparin im Körper viel Calcium bindet und dadurch die Produktion
von PTH anregt, welches wiederum die Osteoklastenaktivität steigert, was zu Knochenfrakturen
führen kann. Auch bei Ratten führte die Verabreichung von Heparin (1 U/g/Tag, entspricht ca.
60.000-90.000 U/Tag beim Menschen) innerhalb von 8 Wochen zu einer starken Abnahme der
Knochendichte (32% Verlust der trabekulären Knochenoberfläche) (Muir et al., 1997). Allerdings
gibt es auch zahlreiche Studien, die keinen Effekt bei der Verabreichung von Heparin auf die
Knochendichte feststellten. Hohe Dosen von Heparin (250 U/Kg/Tag) zeigten in Versuchen mit
Hunden über 2 Jahre keinen Effekt auf den Mineralgehalt des Knochens. Auch Studien von
(Curcelli et al., 2005) zeigten keinen Effekt bei der Gabe von unterschiedlichen Heparin-
Diskussion - 130 -
konzentrationen in Ratten. In Arbeiten von (van der Wiel et al., 1993) wurde der Einfluss von
Heparin über einen kurzen Zeitraum untersucht, bei dem die Verabreichung von 2 x 5000 U/Tag
Heparin bei männlichen Patienten zu keiner Abnahme der Knochendichte führte. Auch eine
andere in vivo Studie von (Johnson et al., 2011) mit Heparin-modifiziertem Biomaterial konnte
keinen negativen Effekt von Heparin auf die Knochendichte nachweisen. Hierbei wurden Kolla-
genscaffolds mit Heparin und BMP-2 in Femurdefekten von Ratten implantiert, welche zu einer
gesteigerten Knochenbildung nach 8 Wochen im Vergleich zu Scaffolds aus unmodifiziertem
Kollagen führten. In vitro konnte außerdem festgestellt werden, dass Heparin die Adhäsion und
Aktivität von Osteoklasten inhibiert (Baud’huin et al., 2011).
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass sehr hohe und tägliche Dosen (>10.000 U)
im Menschen zu einem Abbau von Knochengewebe führen, wohingegen geringe Dosen
(<5.000 U) über kurze Zeit keinen Effekt haben. Die eingesetzte Menge an Heparin bei den
Scaffoldmaterialien (max. 140 U/Scaffold) sollte diesbezüglich keinen negativen Effekt auf die
Knochendichte bzw. Aktivität der Osteoklasten beim Abbau des Scaffolmaterials in vivo haben.
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5.2 VEGF-haltige Depots in Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Zur Etablierung eines neuen Drug Delivery-Systems wurde in dieser Arbeit der Modellwachs-
tumsfaktor VEGF-A165 zusammen mit verschiedenen Depotkomponenten in Scaffolds aus mine-
ralisiertem Kollagen injiziert. Das Ziel eines VEGF-haltigen Depots im Zentrum des Scaffolds
war die Ausbildung eines Wirkstoffgradienten, um regenerativ wirksame Zellen mittels
Chemoattraktion – im Sinne des in situ-Tissue Engineerings – in das Innere des Scaffolds zu
locken. Des Weiteren wurde die VEGF-Freisetzung aus einem Depot durch die Verwendung
von verschiedenen Komponenten (u.a. Alginat und Heparin) unterschiedlich stark verzögert.
Durch eine gerichtete und langanhaltende Freisetzung sollte die Einprossung von Blutgefäßen
(Vaskularisierung) in das modifizierte Material gefördert und somit die Defektheilung im Kno-
chen insgesamt beschleunigt werden.
Um ein VEGF-haltiges Depot im Scaffold aus mineralisiertem Kollagen zu erzeugen, wurde eine
Lösung aus VEGF und verschiedenen Komponenten mittels einer elektrischen Pipette und ei-
ner speziellen Spitze mit einer dünnen Kanüle in das Scaffold injiziert. Die Auswahl der verwen-
deten Komponenten umfasste neben PBS/BSA (als Kontrolle), Heparin, Alginat, Hyaluronsäure
und Methylcellulose. Diese wurden ausgewählt, um einerseits VEGF spezifisch zu binden (He-
parin), andererseits durch eine Vernetzung (Alginat mit Calcium-Lösung) oder durch eine ver-
zweigte Molekülstruktur (Hyaluronsäure und Methylcellulose) VEGF physikalisch verzögert frei-
zusetzen.
In den nachfolgenden Abschnitten werden die erhaltenen Ergebnisse bezüglich des optischen
Nachweis der Depotkomponenten im Scaffold, der Bildung eines Wirkstoffgradienten anhand
von Fluoreszenz-markiertem VEGF, der VEGF-Freisetzung aus den Depots und der biologi-
schen Aktivität des freigesetzten VEGF und der Migration von Endothelzellen in Richtung eines
VEGF-haltigen Depots diskutiert.
5.2.1 Nachweis der Depot-Komponenten
Um die Stabilität der injizierten Depotkomponenten im Scaffold aus mineralisiertem Kollagen
während einer 28-tägigen Inkubation unter Zellkulturbedingungen festzustellen, wurden die
Komponenten durch verschiedene Färbereagenzien angefärbt. Durch den optischen Nachweis
ließen sich zudem Rückschlüsse auf die VEGF-Freisetzung ziehen.
Die injizierte Komponente Heparin schien auch nach 28-tägiger Inkubation stabil zu sein, wel-
ches auf die sehr gute Bindung des Heparins am Kollagen (Mathews, 1965; Öbrink, 1973) bzw.
HAP (Embery et al., 1979; Rees et al., 2002; Lode et al., 2008) zurückzuführen ist. In Versu-
chen dieser Arbeit konnte diese starke Bindung von Heparin an Scaffolds aus mineralisiertem
Kollagen bestätigt werden (siehe 4.1.1).
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Im Gegensatz zu Heparin wurden wahrscheinlich Hyaluronsäure und Methylcellulose (auf-
grund einer unspezifischen Bindung des Farbstoffes am Scaffold war es nicht nachweisbar)
über 28 Tage größtenteils freigesetzt, wobei die Komponenten vermutlich nur schwach mit dem
Scaffoldmaterial aus Kollagen und Mineral interagierten. Aus der Literatur ist bekannt, dass Hy-
aluronsäure nicht an Kollagen bindet (Öbrink, 1973) und nur eine schwache Bindung mit HAP
aufweist (Boskey und Dick, 1991). Auch wenn Methylcellulose im Scaffold durch die Anfärbung
nicht nachweisbar war, konnte in den Arbeiten von (Garrett et al., 2007) gezeigt werden, dass
Methylcellulose an Kollagen bindet.
Die Komponente Alginat wurde mit Calcium vernetzt, um das injizierte Hydrogeldepot zu stabili-
sieren. Hierbei zeigte sich, dass durch die Vernetzung des Alginates die Depots aus Alginat
und Alginat + Hyaluronsäure auch nach längerer Inkubation noch nachweisbar und damit teil-
weise stabil waren. Die Hydrogelkomponente Alginat interagiert vermutlich zusätzlich mit HAP,
indem entweder weitere Ca2+-Ionen der Mineralphase vom Alginat komplexiert werden, wobei
die Struktur gefestigt wird (Tønnesen und Karlsen, 2002; Stancu et al., 2011) oder andererseits
erfolgt möglicherweise auch eine Aufnahme von Ca2+-Ionen aus dem Alginathydrogel durch das
mineralisierte Kollagen des Scaffoldmaterials, wie es in der Studie von (Bernhardt et al., 2009a)
vermutet wurde. Unter Zellkulturbedingungen (2,2 mM Ca2+ im Medium) sind Alginatgele bei
vorheriger Vernetzung mit 0,1 M Calciumchlorid stabil. Das Depot aus Alginat + Heparin
scheint durch die Bindung von Heparin an Kollagen und HAP besonders stabil zu sein. Die
Kombination aus Alginat + Methylcellulose konnte aufgrund der unspezifischen Bindung des
Farbstoffes am Scaffold nicht nachgewiesen werden. Unter Punkt 5.2.3 wird der Einfluss der
Stabilität des injizierten Depots auf die VEGF-Freisetzung weiter diskutiert.
5.2.2 Optischer Nachweis zur Bildung eines Wirkstoffgradienten
Fluoreszenz-markiertes VEGF (FITC-VEGF) wurde mit den Depotkomponenten in das Scaffold
injiziert, um den Wachstumsfaktor innerhalb des Scaffolds nach kurzer (10 min, 24 h) und län-
gerer Inkubationszeit (7 d) nachzuweisen und um die Bildung eines Wirkstoffgradienten feststel-
len zu können.
Bei der Kontrollvariante (ohne Depot) fehlten spezifische Bindungen an VEGF bzw. physikali-
sche Barrieren (wie eine vernetzte Hülle, viskoses Material), so dass die Intensität des Fluores-
zenzsignals bereits innerhalb von 24 h stark nachließ und somit das VEGF weitgehend aus
dem Material herausdiffundiert war. Dennoch scheint ein kleiner Teil der eingesetzten Menge
an VEGF am Material gebunden zu haben, wodurch der gesamte Scaffold auch am Tag 7 noch
eine gewisse „Hintergrundstrahlung“ aufwies.
Bei den Varianten mit Hyaluronsäure und Methylcellulose diffundierte der Faktor verzögert
aus dem Scaffolds und es bildete sich nach 24 h ein Wirkstoffgradient aus (starke Intensität des
Faktors im Depot (im Zentrum des Scaffolds) und leichte Intensität außerhalb des Depots).
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Hydrophile Proteine diffundieren typischerweise innerhalb von 24 h aus einer nicht modifizierten
Hyaluronsäure- oder Methylcellulosebasierende Matrix (Pakulska et al., 2012). Scheinbar inter-
agiert FITC-VEGF nach der Freisetzung aus dem injizierten Depot aber mit dem Scaffold-
material Kollagen/HAP und die Freisetzung könnte zusätzlich durch eine physikalische Barriere-
wirkung der injizierten Komponenten verlangsamt worden sein. Eine physikalische Verzögerung
konnte durch den optischen Nachweis der Depotkomponente Hyaluronsäure bestätigt werden,
wobei Hyaluronsäure nach 3 Tagen noch schwach detektiert werden konnte, aber nach 28 Ta-
gen nicht mehr nachweisbar war.
Durch die spezifische Bindung von Heparin an FITC-VEGF war das injizierte Depot bei der Va-
riante Alginat + Heparin (im Vergleich zur Kontrollvariante und den Varianten mit Hyaluronsäu-
re bzw. Methylcellulose) auch nach längerem Zeitraum sichtbar und es hatte sich ein Wirkstoff-
gradient ausgebildet. Zusätzlich wurde die Diffusion des Faktors aus dem Scaffold durch die
Vernetzung der Alginatkomponente stark verzögert, welches sich bei der Variante mit injizier-
tem Alginat zeigte.
Die Ergebnisse mit dem Fluoreszenz-markiertem VEGF korrelieren sehr gut mit den Resultaten
des optischen Nachweises der Depotvarianten. Die Hyaluronsäurekomponente war nach 3 Ta-
gen noch nachweisbar, wie auch die stärkere Intensität des FITC-VEGF im Zentrum des Scaf-
folds bestätigte. Bei der Variante Alginat + Heparin war das Depot selbst nach 28 Tagen (der
Nachweis erfolgte mit Hilfe einer Färbereagenz) noch stabil, wie auch die Versuche mit FITC-
VEGF nach 7 Tagen zeigten. Dies lässt den Schluss zu, dass für die Ausbildung eines Wirk-
stoffgradienten im Scaffold die injizierten Komponenten sowie die „Stabilität“ des Depots eine
entscheidende Bedeutung haben. Diffundieren die Komponenten aus dem Scaffold heraus, so
scheint auch der Wachstumsfaktor beschleunigt freigesetzt zu werden und nur geringfügig am
mineralisierten Kollagen der Scaffolds zu binden.
5.2.3 VEGF-Freisetzung
Wie sich bereits bei der nicht-modifizierten Scaffoldvariante (Heparin-frei) feststellen ließ (siehe
4.1.5, Abbildung 30), wurde VEGF innerhalb von 7 Tagen nahezu vollständig freigesetzt. In den
in diesem Abschnitt diskutierten Depotversuchen wurde auch bei der Kontrollvariante – die Inji-
zierung einer VEGF-Lösung (ohne weiteres Biopolymer, welches die Freisetzung verzögern
würde) in das Innere der Scaffoldmaterialien – das VEGF sehr schnell und mit einer hohen initi-
alen Konzentration freigesetzt. Der Effekt einer hohen initialen Freisetzung auf die Zellen ist in
der Literatur nicht genau beschrieben. Allerdings ist bei dieser Freisetzungskinetik die verblei-
bende Menge des Faktors für eine langanhaltende Freisetzung stark verringert. Um die Freiset-
zung von VEGF zu regulieren und den Wachstumsfaktor möglichst langanhaltend freizusetzen,
wurden verschiedene Depotkomponenten in das Scaffold aus mineralisiertem Kollagen injiziert.
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Depot-Varianten der Gruppe 1
Die Biopolymere der Gruppe 1 (Heparin, Hyaluronsäure und Methylcellulose), welche als Depot
in das Scaffoldinnere injiziert wurden, zeigten eine teilweise stark veränderte Freisetzungskine-
tik von VEGF im Vergleich zur Kontrollvariante (ohne Depot). Hierbei wurde zwar eine ähnlich
hohe initiale (Variante MC) bzw. niedrigere Freisetzung (Variante HYA) erzielt, aber das Maxi-
mum der freigesetzten Menge bei beiden Varianten war zeitlich um 24 h verschoben. Wie be-
reits zuvor beschrieben, ist aus der Literatur nicht bekannt, ob eine initial hohe Freisetzung in
vivo positiv auf die Zellen wirken kann. Während der frühen Entzündungsphase gibt es eine
hohe proteolytische Aktivität (Martin, 1997), wodurch Wachstumsfaktoren unspezifisch durch
Proteasen abgebaut werden. Es ist somit vorstellbar, dass durch den zeitlich verschobenen
„initial burst“, hin zur Phase des langsamen Abklingens der Entzündungsreaktion im Körper,
das freigesetzte VEGF weniger stark porteolytisch angegriffen wird und damit eine bessere
Wirkung erzielen kann.
Beim optischen Nachweis mit FITC-VEGF war außerdem zu erkennen, dass eine hohe Freiset-
zung von VEGF aus dem Scaffold mit der Auflösung des injizierten Depots einhergeht.
Wie beschrieben fehlt es an einer spezifischen Bindung mit den Komponenten Methylcellulose
und Hyaluronsäure, welche damit nur geringfügig mit VEGF interagieren. So wurden in den Ar-
beiten von (Ji et al., 2010) 50% des eingesetzten Wachstumsfaktors VEGF aus einem 3% Me-
thylcellulosegel (Methocel™) innerhalb von 24 h freigesetzt. Auch eine Kombination von Methyl-
cellulose und Hyaluronsäure als injizierbares Hydrogel führte zu einer vollständigen Freisetzung
des Arzneistoffes Nimodipin in löslicher Form innerhalb von 8 h (Wang et al., 2009). Vermutlich
gibt es eine physikalische Barriere durch die Komponenten Hyaluronsäure und Methylcellulose
und somit eine Behinderung der Freisetzung von VEGF durch die gequollenen, langkettigen
Biopolymere. In dieser Arbeit könnte ein physikalischer Effekt zumindest anfänglich die Freiset-
zung verzögert haben, wobei sich bei fortschreitender Kultivierungsdauer (siehe Abbildung 38)
nachweislich die Depots auflösten und die Komponenten vermutlich aus dem Scaffold heraus-
diffundierten. Auch relativ schwache Interaktionen von VEGF mit dem Scaffoldmaterial Kollagen
und HAP scheinen für eine verlangsamte Freisetzung des VEGF von Bedeutung zu sein.
Eine Problematik in vivo ist die Degradation von unmodifizierter Hyaluronsäure durch Hyaluro-
nidasen in kürzester Zeit, welches dadurch zu einer beschleunigten Freisetzung des Faktors
führt. Eine Vernetzung der Hyaluronsäure durch Kupplungsreagenzien, Photoinitiatoren, kom-
plexe chemische Modifikationen – das modifizierte Material könnte anschließend cytotoxische
Eigenschaften aufweisen – oder eine Diels-Alder-Reaktion (Nimmo et al., 2011) könnte hierbei
die Freisetzung verzögern. In den Arbeiten von (Shu et al., 2004) wurde eine Thiol-modifizierte
Hyaluronsäure mit PEG vernetzt und das Gel war nach der Implantation in Mäusen nach 8 Wo-
chen noch nicht abgebaut. Eine Modifizierung der Komponente Hyaluronsäure zur spezifischen
Bindung von VEGF wäre auch in dieser Arbeit möglich gewesen. Ein negativer Einfluss auf die
Diskussion - 135 -
biologische Aktivität von VEGF durch eine Vernetzung von Hyaluronsäure wurde in Studien von
(Peattie et al., 2004; Wang et al., 2011) nicht beobachtet. Allerdings verkompliziert sich dadurch
das schon recht komplexe System aus Kollagen/HAP und injizierbarem Depot aus Hyaluron-
säure und Wachstumsfaktor zusätzlich. Des Weiteren dürfte eine „vorher“ funktionalisierte
Komponente nicht zu viskos werden, da sonst eine Injizierung dieser Komponente in das Scaf-
fold nicht mehr möglich wäre. Eine nachträgliche Modifizierung der Komponente im Scaffold
scheint ungünstig aufgrund einer möglicherweise ungünstigen Veränderung der Biokompatibili-
tät des Scaffoldmaterials.
Systeme wie ein Netz aus PCL (Poly-caprolacton)/Kollagen mit Hyaluronsäure, beladen mit
VEGF (Ekaputra et al., 2011) oder ein vernetztes Hyaluronsäuregel mit PLGA-Mikrosphären,
welche mit VEGF beladen waren, konnten hierbei VEGF stabil (ca. 20-30% innerhalb der ersten
6 Tage) und langanhaltend freisetzen (Wang et al., 2011).
Im Vergleich zur Kontrollvariante und den Varianten mit Hyaluronsäure und Methylcellulose
wies die Variante mit Heparin erwartungsgemäß keine anfänglich hohe Freisetzung des injizier-
ten VEGF auf. Durch die spezifische Bindung an Heparin im Depot wurde VEGF konstant und
in niedriger Konzentration (4 ng/ml) über den Zeitraum von 7 Tagen freigesetzt. Das Besondere
hierbei ist, dass nach der Injizierung der Komponenten Heparin am Material aus Kollagen/HAP
bindet und über 28 Tage auch optisch nachweisbar war. Somit diffundiert Heparin vermutlich
nur geringfügig aus dem Scaffold, welches eine langanhaltende Freisetzung des Wachstums-
faktors begünstigt. In den Arbeiten von (Teixeira et al., 2010) wurde die Freisetzung von BMP-2
aus Kollagen-beschichteten Hydroxylapatit-Scaffolds durch die Modifizierung mit Heparin um
30% verzögert.
Die Freisetzungsrate von VEGF aus den Varianten HYA und MC verringerte sich tendenziell
ähnlich der Kontrollvariante (ohne Depot) über einen längeren Zeitraum von 27 Tagen. Dieses
Ergebnis kann durch den optischen Nachweis des Depots (für Hyaluronsäure) nach 28 Tagen
bzw. bei der Anwendung des Fluoreszenz-markierten VEGF nach 7 Tagen bestätigt werden,
bei der das Depot sich größtenteils aufgelöst hatte und vermutlich aus dem Scaffold herausdif-
fundiert war. Allerdings wurde die eingesetzte VEGF-Menge im Depot, im Gegensatz zu den in
der Literatur beschriebenen Freisetzungsstudien mit Hydrogelen, nicht vollständig und nicht
innerhalb der ersten Tage freigesetzt. Sehr wahrscheinlich bindet ein Teil des VEGF vor allem
an der Mineralphase (HAP interagiert mit Wachstumsfaktoren (Dong et al., 2007)) des Materials
und verzögert die Freisetzung. Durch die Verwendung von Heparin im VEGF-haltigen Depot
(spezifische Bindung) wurde die Freisetzung von VEGF über 27 Tage relativ konstant verzö-
gert. Dies könnte einen positiven Effekt auf Zellen in vivo haben, welche über einen längeren
Zeitraum durch den freigesetzten Faktor stimuliert und vermutlich zur Migration ins Scaffold-
Innere angeregt werden.
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Die hier beschriebenen injizierbaren Komponenten zeigten am Beispiel des Wachstumsfaktors
VEGF unterschiedliche Freisetzungskinetiken, von einer anfänglich relativ hohen bis zu einer
konstanten und langanhaltenden Freisetzung und könnten daher in verschiedenen Bereichen
erfolgreich als Drug Delivery-System zur Anwendung kommen.
Depot-Varianten der Gruppe 2
In der Gruppe 2 wurden die Hydrogelkomponente Alginat und Kombinationen von Alginat mit
den Biopolymeren der Gruppe 1 als VEGF-haltiges Depot in das Scaffold injiziert.
Bei der Variante Alg wurde VEGF im Gegensatz zur Kontrollvariante verzögert und ab Tag 7
in höheren Konzentrationen freigesetzt. Durch die anfängliche Vernetzung der Alginatstruktur
mit Ca2+-Ionen wurde das Depot stabilisiert, welches auch im optischen Nachweis über 28 Tage
erkennbar war und mittels einer intensiven Färbung durch FITC-VEGF im Depot/Zentrum des
Scaffolds bestätigt werden konnte. In der Literatur finden sich teils widersprüchliche Freiset-
zungskinetiken aus dem Biopolymer Alginat.
In den Arbeiten von (Rabbany et al., 2010), mit durch Calciumchlorid vernetzten Alginatfilmen,
kommt es zu einer hohen initialen Freisetzung von 60% des eingesetzten SDF-1 innerhalb von
72 h. Im Gegensatz dazu konnten Studien von (Downs et al., 1992) noch ca. 40% des einge-
setzten bFGF in Alginatbeads nach 7 Tagen wiederfinden. Auch Versuche der Gruppe (Lee et
al., 2003) erzielten eine kumulative Freisetzung von 60% VEGF nach 7 Tagen aus Alginatbe-
ads. Eine konstante Freisetzung mit 5% VEGF/Tag wurde mit Alginatbeads in Studien von (Pe-
ters et al., 1998) erzielt. Eine noch stärkere Verzögerung der Freisetzung aus beladenen Algi-
natbeads auf nur 50% des eingesetzten VEGF nach 14 Tagen wurde in den Arbeiten von (Elcin
et al., 2001) nachgewiesen.
Vermutlich gibt es eine spezifische Bindung oder elektrostatische Interaktionen von VEGF mit
Alginat, wodurch die Freisetzung des Wirkstoffes verzögert wird. Allerdings konnte in der Grup-
pe von (Freeman et al., 2008) nur mit sulfatiertem Alginat eine spezifische Bindung mit VEGF
gefunden werden. Aus sulfatierten Alginatbeads wurden hierbei 50% – im Gegensatz zu einer
vollständigen Freisetzung aus reinen Alginatbeads – des eingesetzten VEGF nach 7 Tagen
freigesetzt. Aufgrund der positiven Nettoladung von VEGF und der negativen Ladung von Algi-
nat beschreibt die Studie von (Gu et al., 2004) elektrostatische Interaktionen zwischen Alginat
und VEGF, welches zu einer verzögerten Freisetzung aus Alginatbeads führen kann. Allerdings
zeigt diese Studie auch, dass die Interaktionen nur schwach sind und durch weitere Proteine
aus dem Zellkulturserum die Freisetzung von VEGF erhöht wird. Auch die eingesetzte Calcium-
konzentration, mit der die Beads vernetzt werden, hat eine Bedeutung für die Bindung von
VEGF, so dass hohe Konzentrationen an Calcium (1 M) zu einer vollständigen
Freisetzung von VEGF aus Alginatbeads nach 5 Tagen führten. Hingegen wurden bei der Ver-
wendung von einer 0,2 M-Calciumchloridlösung nur 10% des eingesetzten VEGF nach 5 Tagen
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freigesetzt. Diesbezüglich ist es aus der Literatur nicht ganz ersichtlich, wodurch die Freiset-
zung von VEGF aus einem Alginatdepot verzögert wird. Wie bereits beschrieben, war das De-
pot nach 28 Tagen noch nachweisbar. Demzufolge könnte auch eine physikalische Barriere
durch die vernetzte Alginatstruktur die Freisetzungskinetik beeinflussen.
Depots mit Hyaluronsäure und Methylcellulose in Kombination mit Alginat wurden auch mit
Ca2+-Ionen vernetzt. Dadurch konnte zumindest optisch das Depot aus Alginat + Hyaluronsäure
im Vergleich zu jenen aus nur Hyaluronsäure auch noch nach 27 Tagen nachgewiesen werden.
Allerdings war die Färbung unspezifisch, so dass nicht eindeutig bestimmt werden konnte, ob
nur Alginat, nur Hyaluronsäure oder eine Kombination aus den beiden detektiert wurde. Vermut-
lich besteht aber das Depot aus beiden Komponenten, da die Variante Hyaluronsäure nach 28
Tagen nicht und die Variante Alginat nur schwach nachgewiesen werden konnte. Die Variante
Alg+MC konnte aufgrund der unspezifischen Färbung (Scaffold wurde größtenteils mit ange-
färbt) nicht detektiert werden.
Die VEGF-Freisetzung aus der Variante Alg + HYA war im Gegensatz zur Kontrollvariante initial
niedriger und über den gesamten Zeitraum etwas verzögert. Vermutlich wurde das VEGF durch
die Vernetzung der Alginatkomponente eingekapselt bzw. interagierte schwach mit Alginat (Gu
et al., 2004). Allerdings scheint die Kombination mit Alginat keinen wesentlichen Einfluss auf die
Freisetzung von VEGF zu haben. Die Freisetzungsprofile von den Varianten Alg, HYA und Alg
+ HYA sind besonders in der kumulativen Darstellung (Abbildung 40) sehr ähnlich. Vermutlich
beruht die verzögerte VEGF-Freisetzung im Vergleich zur Kontrollvariante auf einem physikali-
schen Effekt der Depotkomponenten. In der Studie von (Bian et al., 2011) war der Unterschied
in der Freisetzung von TGF-ß 3 aus mit einem Nanofilm beschichteten Alginatbeads und mit
den selben Beads eingekapselt in einem Hyaluronsäuregel (setzte 10% weniger frei) nur gering,
welches das erhaltene Ergebnis mit den Depotvarianten bestätigt.
Auch die Kombination aus Alginat und Methylcellulose setzte initial weniger VEGF frei als die
der Kontrollvariante, wobei die freigesetzte Gesamtmenge über den Zeitraum tendenziell gerin-
ger war, auch im Vergleich zu den Varianten Alg und Alg + HYA. Dies konnte auch in Wiederho-
lungsversuchen bestätigt werden. Hierbei hat vermutlich die Handhabung bei der Injizierung der
Kombinationen aus Alginat und Methylcellulose (auch Alginat + Hyaluronsäure) einen Einfluss.
Im Gegensatz zu den einzelnen Komponenten, war die Kombination mit Alginat sehr viskos und
damit schwieriger in das Scaffold aus mineralisiertem Kollagen zu injizieren. Hierbei kam es zu
einem Unterdruck beim Einsaugen des Gels in die Pipette und einem Überdruck beim Injizieren
in das Scaffold. Ein „Nachtropfen“ aus der Spitze konnte somit nicht verhindert werden, was die
Genauigkeit der injizierten Menge beeinflusste. Allerdings könnte auch eine stärkere physikali-
sche Barriere bei dieser Kombination im Vergleich zur Variante mit Alg + HYA die Freisetzung
von VEGF nach 7 Tagen Kultivierungszeit verzögert haben. Durch den fehlenden Nachweis der
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injizierten Komponenten ist es aber schwierig, eine Aussage zu treffen. Das Ergebnis konnte
anhand einer Studie von (Nochos et al., 2008) nicht bestätigt werden. Hier wurde die Freiset-
zung des Modellproteins BSA (im Vergleich zu VEGF negativ geladen) aus Alginatbeads mit
Hydroxypropyl-Methylcellulose, in verschiedenen Verhältnissen, getestet. Es zeigte sich, dass
die Verwendung von Alginat mit Methylcellulose zu einer mit 40% erhöhten Freisetzung im Ge-
gensatz zu reinen Alginatbeads mit 8% der eingesetzten Menge nach 7 h führte.
Die injizierte Variante Alg + Hep wies keine initial hohe Freisetzung im Gegensatz zur Kontroll-
variante und den anderen Varianten der Gruppe 2 auf. Durch die spezifische Bindung an Hepa-
rin wurde VEGF konstant und über den Zeitraum langanhaltend freigesetzt. Bestätigung dafür
war der starke optische Nachweis des Depots nach 28 Tagen. In Versuchen mit FITC-VEGF
konnte außerdem ein intaktes Wirkstoffdepot im Zentrum des Scaffolds nach 7 Tagen detektiert
werden. Es gibt zahlreiche Studien von Drug Delivery-Systemen, die auf Heparin in Hydrogelen
basieren und die Ergebnisse einer langanhaltenden Freisetzung bestätigen. In den Arbeiten von
(Peattie et al., 2008) konnte der Wachstumsfaktor VEGF mit Hilfe von Heparin in funktionalisier-
ten Hyaluronsäuregelen kontinuierlich über 30 Tage freigesetzt werden. Auch Fibrinmatrices mit
Heparin setzten den Faktor beta-NGF, im Vergleich zu Matrices ohne Heparin, im Zeitraum von
14 Tagen verlangsamt frei (Sakiyama-Elbert und Hubbell, 2000). In Studien von (Lee et al.,
2004) zeigten durch Chitosan beschichtete Alginathydrogele mit Heparin eine kontinuierliche
Freisetzung über 10 Tage, während Alginathydrogele, beschichtet mit Chitosan aber ohne He-
parin, 90% des eingesetzten VEGF innerhalb von 5 Tagen freisetzten. Eine konstante und
langanhaltende Freisetzung von VEGF wurde des Weiteren durch Heparin-enthaltende PEG-
Gele (Tae et al., 2006), von bFGF aus funktionalisierten PEG-Gelen mit Heparin (Nie et al.,
2007) und von BMP-2 aus Hyaluronsäure-basierenden Hydrogelpartikeln mit unterschiedlichen
Heparinkonzentrationen (Xu et al., 2011) erreicht. Eine mögliche Freisetzung von Heparin bzw.
Heparin/VEGF-Komplexen wurden in den Studien allerdings nicht untersucht.
Beim Vergleich der Biopolymere aus Gruppe 1 und 2 (mit Ausnahme von Heparin bzw. Alginat
+ Heparin) konnte festgestellt werden, dass die Freisetzungskinetik von VEGF, geprägt durch
einen „initial burst“ mit anschließender Abnahme der freigesetzten Menge, ähnlich ist, wobei die
freigesetzte VEGF-Menge etwas variiert. Dieses Ergebnis scheint durch unspezifische Bindun-
gen bzw. schwache Interaktionen mit den Biopolymeren hervorgerufen zu werden. VEGF wird
vermutlich durch eine physikalische Barriere der Depots und weitergehenden Interaktionen mit
Kollagen und HAP, im Gegensatz zur Kontrollvariante, verzögert freigesetzt. Bei der Variante
Hep (Gruppe 1) und Variante Alg + Hep (Gruppe 2) ist die Freisetzungskinetik (ohne „initial
burst“ und kostant langanhaltend) nahezu identisch und unterscheidet sich damit von allen an-
deren injizierten Komponenten bzw. der Kontrollvariante. Die spezifische Bindung von VEGF an
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Heparin verzögert hierbei stark die Freisetzung. Die Kombination aus Alginat und Heparin
setzte kumulativ etwa 10% mehr VEGF im Vergleich zum Heparin-basierten Depot frei.
Anscheinend wirkt Heparin allein lokaler (spezifischer auf eine geringe Fläche), da mehr Bin-
dungsstellen für VEGF vorhanden sind.
In den Versuchen konnte gezeigt werden, dass durch die Verwendung von unterschiedlichen
Depot-Komponenten, welche in das Scaffold injiziert wurden, die Freisetzungskinetik von VEGF
kontrolliert und modifiziert werden kann. Der Faktor konnte in verschiedenen Konzentations-
bereichen einerseits initial, danach verzögert oder andererseits ohne „initial burst“, dafür kon-
stant und langanhaltend freigesetzt werden. In der Literatur ist nicht bekannt, ob eine anfänglich
hohe Freisetzung einen positiven Effekt auf die Chemoattraktion von Zellen, keinen oder sogar
einen negativen Effekt (z.B. auf die Bildung von Gefäßstrukturen) hat. Demzufolge wäre es
sinnvoll, entsprechende Varianten (u.a. Depots aus Hyaluronsäure) in vivo zu testen und spezi-
ell einen möglichen Effekt in der Anfangsphase nach der Implantation zu untersuchen. Die Va-
rianten Alginat + Hyaluronsäure, besonders aber Alginat + Methylcellulose, sind aufgrund ihres
hochviskosen Charakters schwieriger zu injizieren und damit als Drug Delivery-System im Scaf-
fold ungeeignet. Des Weiteren sind die Unterschiede in der Freisetzung von VEGF im Vergleich
zu den einzelnen Komponenten (Alginat, Hyaluronsäure) eher gering. Das System aus minera-
lisiertem Kollagen und injiziertem VEGF in Kombination sowohl mit Heparin als auch in Kombi-
nation mit Alginat/Heparin scheint hinsichtlich einer konstanten und langanhaltenden Freiset-
zung ideal zu sein. Auch können bei der Ausbildung eines Wirkstoffgradienten (bei entspre-
chender Freisetzung) Zellen durch Chemotaxis in das Scaffold angelockt werden. Auf diesen
Aspekt wird im Abschnitt 5.2.5 näher eingegangen. Im Bereich des in situ-Tissue Engineerings
wird in der Literatur beschrieben, dass besonders eine konstante und langanhaltende Freiset-
zung die Bildung eines vaskulären Netzwerkes sowie die Anlockung von Zellen in ein Zell-freies
Scaffold nach der Implantation fördert und damit eine Knochenheilung/-regeneration unterstützt.
5.2.4 Biologische Aktivität des freigesetzten VEGF
Die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF aus injizierten Wirkstoffdepots wurde zum
Zeitpunkt nach 7 Tagen und zu späteren Zeitpunkten (13 und 27 Tagen) anhand der Proliferati-
onssteigerung von Endothelzellen getestet. Es konnte nachgewiesen werden, dass das freige-
setzte VEGF sowohl aus den Depots mit unterschiedlichen Komponenten (mit und ohne Hydro-
gel), als auch für die Kontrollevariante (injiziertes VEGF ohne Depot), während der gesamten
Versuchsdauer biologisch aktiv war.
Im Vergleich zur Kontrollvariante war das freigesetzte VEGF aus den verschiedenen Depotvari-
anten biologisch aktiver und führte teilweise zu einer 4- bis 6-fachen Steigerung der Zellzahlzu-
nahme. Im Besonderen war dieser Effekt nach 7 und 14 Tagen zu sehen. Vermutlich korreliert
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die freigesetzte VEGF-Menge mit der Proliferation der Zellen, welches im Abschnitt 4.1.5 durch
eine VEGF-Kalibriergerade bestätigt werden konnte. Hierbei wurde aus den Depotvarianten
überwiegend mehr VEGF freigesetzt als bei der Kontrollvariante. Auch wurde nach 4 Wochen
mehr VEGF aus den Depotvarianten im Vergleich zur Kontrollvariante freigesetzt. Allerdings
führte dies nur zu einer geringfügigen Zunahme der Zellzahl und es lässt sich vorsichtig
schlussfolgern, dass das freigesetzt VEGF nicht mehr so biologisch aktiv war als noch nach 7
Tagen. Vermutlich nahm die biologische Aktivität aufgrund der geringen Halbwertszeit des
Wachstumsfaktors ab (Shima et al., 1995; Simón-Yarza et al., 2012).
Interessanterweise wiesen die Depotvariante mit Heparin und die Kombination mit dem Hydro-
gel Alginat und Heparin auch nach 4 Wochen eine hohe biologische Aktivität des freigesetzten
VEGF auf, was auf die spezifische Bindung mit Heparin und die daraus resultierenden Vorteile,
wie dem Schutz vor Degradation und Denaturierung als auch eine mögliche Steigerung der bio-
logischen Aktivität durch Konformationsänderungen der VEGF-Struktur, zurückzuführen ist.
In der Literatur wird in vielen Studien die Wirksamkeit von freigesetzten Faktoren aus Hydroge-
len beschrieben. So konnte (Peattie et al., 2004) das Einwachsen von Blutgefäßen in vivo in ein
Hyaluronsäuregel, beladen mit VEGF, nachweisen. Die Bildung von Knorpelgewebe in vivo
wurde durch die Freisetzung von TGF-ß 3 aus Alginatmikrosphären in einem Hyaluronsäuregel
erzielt (Bian et al., 2011). Aber auch das System aus einem mit Alginat-beschichteten Titanscaf-
fold, welches den Faktor Simvastatin freisetzte, bewirkte eine Unterstützung der osteogenen
Differenzierung von MSC in vitro (Pullisaar et al., 2014).
Auch in Kombination mit Hydrogelen hat Heparin einen positiven Effekt auf die biologische Akti-
vität des freigesetzten Faktors. Sulfatiertes Alginathydrogel, an dem der Wachstumsfaktor FGF
binden konnte, zeigte eine konstante Freisetzung und die Ausbildung von doppelt so vielen
Blutgefäßen, im Vergleich zum direkt dazugegebenen Wachstumsfaktor (Freeman et al., 2008).
In der Studie von (Ohta et al., 2004) beschleunigten Alginatgele mit Heparin und dem Faktor
FGF das Wachstum von Nervenaxonen und wiesen eine bessere Vaskularisierung auf, als
FGF-beladene Alginatgele ohne Heparin. Eine Verlängerung von Neuriten konnte durch den
Einsatz von Fibringelen mit Heparin und den Faktor ß-NFG erreicht werden, während dies bei
reinen Fibringelen nicht auftrat (Sakiyama-Elbert und Hubbell, 2000).
In dieser Arbeit konnte erfolgreich nachgewiesen werden, dass Heparin als Depotkomponente
bzw. in Kombination mit Alginat einen positiven Effekt auf die metabolische Aktivität von
Endothelzellen auch nach längerer Kultivierungszeit von 28 Tagen hatte. Im Vergleich zu Hepa-
rin stabilisierten aber auch die Depotvarianten aus Alginat, Hyaluronsäure oder Methylcellulose
ohne Heparin die Wirksamkeit des freigesetzten VEGF, wenn auch um einiges schwächer.
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5.2.5 Migration in Richtung eines VEGF-haltigen Depots
Es wurde zudem untersucht, ob Endothelzellen in Richtung des injizierten VEGF-haltigen
Depots durch den Prozess der Chemoattraktion migrieren.
Für die Varianten ohne Depot (mit 200 und 400 ng VEGF) und mit Depot (1% Alginat mit 100 ng
VEGF) konnte im Vergleich zur Negativ-Kontrolle (ohne VEGF) eine gesteigerte Migration
nachgewiesen werden, wobei die Zellen bis in eine Tiefe von 1000 µm ins Scaffold wanderten.
Allerdings ist das System aus den Komponenten Scaffold (Kollagen + Mineral), injiziertes Depot
(verschiedene Komponenten) und Wachstumsfaktor für eine Migration von Zellen in das Scaf-
fold sehr komplex und auch weitere Parameter (u.a. Versuchsdauer, Zelltyp, Kulturmedium,
Ausbildung eines Wirkstoffgradienten, geeigneter Konzentrationsgradient) können einen we-
sentlichen Einfluss auf das Ergebnis haben. Dies führte trotz Anwendung zuvor getesteter Zell-
kulturbedingungen (dreitägige Inkubation, Basalmedium, HDMEC) zu unterschiedlichen Ergeb-
nissen; von einer fehlenden Migration (Zellen befanden sich größtenteils in einer Tiefe bis 200
µm) bis zu einer starken Chemokinese (zufällige Migration) auch bei der Kontrollgruppe ohne
VEGF. Damit wurde die Reproduzierbarkeit des Nachweises eines chemoattraktiven Effektes
auf die Zellen durch ein injiziertes VEGF-haltiges Depot erschwert. Scheinbar sind die Ausbil-
dung eines Wirkstoffgradienten und der Konzentrationsbereich des ausgebildete Wirkstoffgradi-
enten in vitro von entscheidender Bedeutung, damit die eingesetzten Zellen angelockt werden,
welches auch in der Literatur (Chung et al., 2009; Chen et al., 2011; Odedra et al., 2011; Van-
den Berg-Foels, 2014) beschrieben wurde. Weiterhin ist zu vermuten, dass eine Zellmigration
im Gegensatz zur Migration in Zellkulturgefäßen und in Hydrogelsystemen im Scaffold durch
das interkonnektierende Porensystem erschwert wird, da dessen Struktur von Scaffold zu Scaf-
fold ähnlich aber nicht identisch ist.
In den Arbeiten von (Gerhardt, 2003) wurde in Mäusen nachgewiesen, dass ein bestimmtes
Verhältnis eines VEGF-Gradienten und der Konzentration notwendig ist, so dass Endothelzellen
migrierten. Hierbei scheinen die Zellfortsätze (Filopodien) eine wichtige Bedeutung zu haben,
mit denen die Zellen besonders auf Einflüsse der Mikroumgebung auf eine gerichtete Migration
reagieren (Bär und Wolff, 1972; Marin-Padilla, 1985). Die Arbeiten von (Odedra et al., 2011)
beschreiben die Migration von Endothelzellen in Richtung eines im Kollagenscaffold mit EDC
immobilisierten VEGF-Konzentrationsgradienten von 2 ng/ml/mm. Mit Hilfe eines mikrofluiden
Kanals konnten Endothelzellen durch Chemotaxis in vitro angelockt werden, bei denen sich ein
Gradient von 0-20 ng VEGF/ml (Chung et al., 2009), 18-32 ng VEGF/ml (Shamloo et al., 2008)
und 0-50 ng VEGF/ml (Barkefors et al., 2008) als effektiv erwies. Eine Konzentrations-
abhängige Migration konnte auch mit Osteoblastenzellen mit Hilfe einer Boyden-Kammer (Zel-
len müssen aktiv durch eine mikroporöse Membran migrieren) in vitro nachgewiesen werden,
bei dem der größte chemoattraktive Effekt bei 10 ng VEGF/ml (von 0,1, 1,0 und 10 ng
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VEGF/ml) gemessen wurde. Hierbei bewirkte auch PIGF-1, ein weiterer Faktor der VEGF-
Familie, eine gerichtete Migration der Zellen (Mayr-Wohlfart et al., 2002).
Ein großer Vorteil des hier beschriebenen Drug Delivery-Systems aus Scaffolds mit injiziertem
Depot ist die Variabilität des Wachstumsfaktors. In der Arbeit wurde der Modellfaktor VEGF-A165
verwendet, aber es können auch andere Heparin-bindende Faktoren in einem zu injizierenden
Heparin-Depot oder eine Kombination aus verschiedenen Wachstumsfaktoren wie VEGF (zur
Unterstützung der Blutgefäßbildung und Anlockung von Zellen) und BMP (zur Bildung von Kno-
chengewebe) in einem Hydrogeldepot angewandt werden. In den Arbeiten von (Gabrielyan et
al., 2014) wurde eine gesteigerte Migration von MSC durch Hypoxie-konditioniertes Medium,
welches sich aus einer Vielzahl von Faktoren (z.Bsp. VEGF) zusammensetzt, im Vergleich zu
Medium ohne VEGF und teilweise sogar mit VEGF (200 ng/ml) beschrieben. Somit könnten
verschiedene Chemokine (wie SDF-1α oder VEGF-A165) in einem injizierten Depot in Scaffolds
aus mineralisiertem Kollagen zu einer effektiveren Migration führen.
Es gibt sehr viele Trägersysteme für Wachstumsfaktoren und Chemokine, welche ihre Wirk-
samkeit in in vitro- als auch in vivo-Versuchen demonstrierten. Je nach Beschaffenheit der Gele
oder Scaffolds, Art des Wachstumsfaktors und dessen Freisetzungskinetik werden unterschied-
liche Zellreaktionen (Wachstum, Differenzierung und Migration) beeinflusst, die das Anwen-
dungsgebiet des jeweiligen Systems (z.B. Angiogenese oder Knochenbildung) bestimmen. Das
System mit Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen und injizierbarem Wirkstoffdepot eröffnet die
Möglichkeit für eine beschleunigte Defektheilung im Knochen.
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Zusammenfassung
Beim Tissue Engineering ist die Vaskularisierung von größeren Zell-Matrix-Konstrukten nach
Implantation bis heute ein großes Problem. Durch das initiale Fehlen eines mikrovaskulären
Netzwerkes kommt es zu einem raschen Zellsterben im Scaffold. Aufgrund dessen war das Ziel
dieser Arbeit, im Sinne des in situ-Tissue Engineering ein Scaffold auf Basis von mineralisier-
tem Kollagen zu entwickeln, welches mit dem angiogenen Wachstumsfaktor VEGF funktionali-
siert wird, um den Prozess der Vaskularisierung – die Einsprossung von Blutgefäßen – zu för-
dern und gleichzeitig durch Chemoattraktion in vivo Zellen aus dem umliegenden Knochenge-
webe in das Innere des Scaffolds migrieren zu lassen, so dass eine beschleunigte Defekt-
heilung erzielt wird.
Poröse Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen wurden durch zwei unterschiedliche Strategien
funktionalisiert und durch in vitro-Testungen charakterisiert. Die erste Strategie umfasste die
Heparin-Modifizierung der gesamten Scaffolds, während die zweite Strategie die Injizierung
eines zentralen VEGF-haltiges Depots in das Scaffoldinnere darstellte.
Heparin-Modifizierung der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
Die Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen wurden mittels zweier verschiedener Ansätze kom-
plett mit Heparin modifiziert. Bei der „insitu“-Modifizierung wurde Heparin vor dem Prozess der
parallel ablaufenden Kollagenfibrillenbildung und Mineralisation zugegeben, so dass sich das
Heparin in die Struktur einlagern konnte. Im Gegensatz dazu wurde bei der „post“-Modifizierung
Heparin nachträglich an fertige Scaffolds gebunden.
Bei beiden Ansätzen zeigte sich mit Hilfe der DMMB-Methode, dass ein Großteil des eingesetz-
ten Heparins am Scaffold gebunden hatte und homogen verteilt war. Hierbei konnte mehr He-
parin bei der „post“- (fast 100%) als bei der „insitu“-Modifizierung (50-70%) wiedergefunden
werden. Auch eine Inkubation der modifizierten Trägermaterialien unter Zellkulturbedingungen
über 28 Tage konnte die relativ starke Bindung des Heparins am Material belegen, wobei im
Durchschnitt 70% des eingesetzten Heparins bei den „post“-Varianten und 60% bei den „insitu“-
Varianten nach 28 Tagen noch nachgewiesen wurde. Durch den Einbau von Heparin in das
Nanokompositmaterial aus Kollagen und Hydroxylapatit bei der „insitu“-Modifizierung wurden
die Materialien im Vergleich zur Heparin-freien Variante und der „post“-Modifizierung steifer und
fester. Im REM wurde gezeigt, dass Heparin keinen Einfluss auf die Morphologie der Scaffolds
(Porenstruktur und Porendurchmesser mit 80-150 µm waren annährend gleich) zu haben
scheint. Die HAP-Kristallbildung, analysiert mit Hilfe von TEM, schien bei der untersuchten
„insitu“-Variante durch die Gegenwart von Heparin nicht beeinflusst zu werden. Auch die Zu-
sammensetzung der Scaffolds, ermittelt über den Glühverlust, bei der „insitu“- und „post“-
Modifizierung sehr ähnlich.
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In Zellkulturversuchen mit hMSC konnte ein positiver Einfluss der Heparin-Modifizierung („insitu“
und „post“), durch eine gesteigerte Adhäsion und Proliferation der Zellen an den Scaffolds im
Vergleich zur Heparin-freien Variante gefunden werden. Über den Kultivierungszeitraum waren
die Zellen in der Lage, in die poröse Scaffoldstruktur zu migrieren, diese vollständig zu besie-
deln und, dargestellt durch die LDH-Aktivität, metabolisch aktiv zu bleiben. Die Zellen auf den
modifizierten Scaffolds zeigten zudem eine stärkere osteogene Differenzierung, gezeigt anhand
der höheren ALP-Aktivität.
Ein wichtiger Aspekt dieser Arbeit war die Freisetzung des Wachstumsfaktors VEGF aus den
modifizierten Scaffolds, welches mittels ELISA untersucht wurde. Durch die spezifische Bindung
von VEGF an Heparin wurde der Wachstumsfaktor, im Gegensatz zur Heparin-freien Variante,
konstant und verzögert über einen längeren Zeitraum von 28 Tagen freigesetzt. Die „insitu“-
modifizierten Scaffolds setzten dabei tendenziell etwas mehr VEGF frei als die „post“-
modifizierten Scaffolds. Bei niedrigeren Heparinkonzentrationen war die VEGF-Freisetzung
etwas erhöht, wodurch sich die Möglichkeit ergab, die Freisetzungskinetik über den Heparinge-
halt einzustellen.
Zusätzlich zur Quantifizierung der freigesetzten Menge an VEGF wurde dessen biologische
Aktivität anhand eines Proliferationsassays bestimmt. Das zu einem sehr frühen (nach 24 h)
und zu einem späteren (nach 7 d) Zeitpunkt freigesetzte VEGF aus Heparin-freien und Heparin-
modifizierten Varianten stimulierte die Proliferation der Endothelzellen. Besonders bei den
„insitu“-Varianten steigerte das nach 7 Tagen freigesetzte VEGF, im Vergleich zu VEGF von
Heparin-freien Varianten, die Zellzahl, was auf einen stabilisierenden und wirksamkeits-
steigernden Effekt des VEGF durch die Heparinbindung hindeutet. Zusätzlich wurde die mito-
gene Wirkung von freigesetztem VEGF mit frischem VEGF verglichen und auch hier zeigte sich
bei den „insitu“-modifizierten Scaffoldvarianten ein stärkerer proliferationsstimulierender Effekt
auf die Zellen.
Scaffolds mit einem injizierten VEGF-haltigen Depot
Für die Funktionalisierung der Scaffolds mit einem zentral injizierten VEGF-haltigen Depot wur-
den als Depot-Komponenten neben dem Wachstumsfaktor-bindenden Polysaccharid Heparin
auch viskose Gele wie Hyaluronsäure und Methylcellulose und Hydrogele aus Alginat verwen-
det. Zusätzlich wurden Kombinationen aus Alginat + Heparin, Alginat + Hyaluronsäure und
Alginat + Methylcellulose eingesetzt.
Mit Hilfe verschiedener Färbereagenzien konnte das zentrale Depot der Varianten mit Heparin
und Alginat + Heparin im Gegensatz zu den restlichen Varianten auch nach längerer Inkubati-
onszeit (4 Wochen) deutlich nachgewiesen werden, was auf die starke Bindung des Heparins
an die Scaffoldkomponenten Kollagen und Hydroxylapatit zurückzuführen ist. Unter Verwen-
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dung von Fluoreszenz-markiertem VEGF konnte zum einen das injizierte Depot im Scaffold
sichtbar gemacht und zum anderen die Ausbildung eines Wirkstoffgradienten untersucht wer-
den. Dabei zeigte sich eine rasche Konzentrationsabnahme des injizierten Faktors an der
Depotstelle für die Kontrollvariante (nur VEGF ohne weitere Depotkomponenten) nach 24 h. Die
Ausbildung eines Wirkstoffgradienten, bei dem ein Konzentrationsgefälle im Scaffold entstand
(hohe Konzentration im Depot, wenig VEGF im restlichen Scaffold), wurde für die getesteten
Varianten mit Hyaluronsäure und Methylcellulose nachgewiesen. Nach mehr als 3 Tagen war
das injizierte VEGF nicht mehr zu erkennen, was dafür spricht, dass ein Großteil der Depot-
komponenten mit dem VEGF bereits in das restliche Scaffold bzw. aus dem Scaffold heraus-
diffundiert war. Bei den Varianten Alginat und Alginat + Heparin war das Depot auch nach 7-
tägiger Inkubation noch stabil und die Ausbildung eines Wirkstoffgradienten war in diesem Zeit-
raum deutlich zu erkennen. Aus den Freisetzungsuntersuchungen lässt sich schließen, dass
das Depot auch noch zu späteren Zeitpunkten (28 Tage) stabil war.
Mit Hilfe der unterschiedlichen Depotkomponenten konnte die VEGF-Freisetzungsrate modifi-
ziert werden. Die Varianten Heparin und Alginat + Heparin zeigten hierbei eine konstante und
langanhaltende Freisetzung über 28 Tage. Andere Depotkomponenten, u.a. Alginat oder
Hyaluronsäure, setzten den injizierten Wirkstoff schneller frei und wiesen eine unterschiedlich
hohe initiale Freisetzung auf. Es konnte außerdem anhand des stimulierenden Effektes von
VEGF in einem Proliferationsassay mit Endothelzellen nachgewiesen werden, dass auch das
nach 4 Wochen freigesetzte VEGF noch biologisch aktiv war. In einem Migrationsversuch konn-
te zudem gezeigt werden, dass Endothelzellen gegenüber der Kontrollvariante ohne VEGF
deutlich weiter in die Richtung eines Wirkstoffgradienten in das Scaffoldinnere mit VEGF bzw.
VEGF-haltigem Depot migriert sind.
Aus den in dieser Arbeit erhaltenen Ergebnissen konnte gezeigt werden, dass die entwickelten
Strategien der Heparinmodifizierung („insitu“ und „post“) des gesamten Scaffolds bzw. der zent-
ralen Injizierung eines VEGF-haltigen Depots das Ziel einer verzögerten und langanhaltenden
Wirkstofffreisetzung und sogar das der gerichteten Chemoattraktion von Zellen erfüllten. Durch
die Verwendung von verschiedenen Heparinkonzentrationen bzw. unterschiedlichen Depot-
Komponenten konnte die Freisetzungsrate des hier verwendeten angiogenen Faktors VEGF
gesteuert werden, was sich in nächsten Schritten auch auf andere Wachstumsfaktoren übertra-
gen lassen sollte. Die funktionalisierten Trägermaterialien sind soweit erforscht, dass sie nun
auch in vivo in Tierversuchen getestet werden können, um in Hinblick auf eine schnellere Vas-
kularisierung des Materials und Chemoattraktion von Zellen eine verbesserte Regeneration von
Knochendefekten zu erzielen.
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Summary
Tissue Engineering is a promising field, however, one of the major drawbacks that persist till
this date is the inadequate vascularization of big cell-matrix contructs after implantation. The
lack of an initial vasculare network leads to rapid cell death within the scaffold. Aim of this thesis
was to develop a scaffold based on mineralized collagen for in situ tissue engineering. This
scaffold has to be functionalized with the angiogenic factor VEGF to promote the process of
vascularization (ingrowth of new blood vessels) and simultaneously attract in vivo cells with re-
generative potential from surrounding bone tissue into the scaffold to enhance the healing of the
defect in vivo.
Two different strategies were used for functionalization and in vitro characterization of highly
porous mineralized collagen scaffolds. The first strategy was to modify the whole scaffolds with
heparin whereas an injection of a central VEGF-containing depot into the scaffold represents
the second strategy.
Heparin-modification of scaffolds of mineralized collagen
Entire scaffolds of mineralized collagen were completely modified with heparin via two different
approaches. The “insitu” modification describes the addition of heparin before alignment of col-
lagen fibers and mineralization, resulting in intercalation of heparin into the structure. In con-
trast, the “post” modification comprised assembly of collagen scaffolds with subsequent addition
and binding of heparin.
By means of the DMMB method binding and homogenous distribution of bound heparin to the
scaffolds could be shown for both modification approaches. Almost all heparin (nearly 100%)
could be recovered from “post” and 50-70% of the heparin from “insitu” modified scaffolds. The
relatively strong binding of heparin to the scaffold could also be observed after incubation of the
scaffolds over 28 days, whereupon on average 70% of the bound heparin was retrieved from
“post” and 60% from “insitu” modified scaffolds. The mechanical stiffness of the material was
increased through the intercalation of heparin into the nanocomposite material of “insitu” vari-
ants in comparison to the “post” variants. SEM analyses showed that heparin did not seem to
have an effect on the morphology of the material as measured by pore structure and pore
diameter (80-150 µm) which were similar for all scaffold variants. Also crystallization of HAP,
analyzed by TEM, was not influenced by presence of heparin for the tested “insitu” modification.
The composition of the scaffold was measured by loss of ignition which exhibited that the
amount of organic and inorganic phase of the modified scaffolds (“insitu” and “post”) was com-
parable.
Cell culture experiments revealed positive effects of the heparin modification with enhanced
adhesion and proliferation of the cells on modified scaffolds (“insitu” and “post”) compared to the
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Heparin-free variant. The cells were able to migrate into the porous structure, fully colonize the
scaffolds and stay metabolically active, which was observed by measuring the LDH activity,
over the cultivation period. Furthermore, heparin modification increased the osteogenic differen-
tiation of hMSC, analyzed by ALP activity.
An important part of the present work was the investigation of VEGF release from modified scaf-
folds, which was analyzed by ELISA. In consequence of the specific binding of VEGF to hepa-
rin, the release rate of the growth factor was constant and sustained over a longer time period
of 28 days compared to heparin-free variants. The “insitu” modified scaffolds tended to release
slightly more VEGF than the “post” modified scaffolds. Low concentrations of heparin increased
the amount of free VEGF, which provided the possibility to regulate the release via the amount
of heparin bound to the scaffold.
In addition to quantification of the released amount of VEGF, its biological activity was deter-
mined through a proliferation assay. It was shown that the VEGF released at an early (after
24 h) and later (after 7 d) time point from modified and from heparin-free scaffolds stimulated
the proliferation of endothelial cells. Especially, VEGF released from “insitu” variants after
7 days could slightly enhance the cell number in contrast to VEGF released from heparin-free
scaffolds, which indicates the specific binding of heparin stabilizes and increases the potency of
VEGF. Furthermore, the mitogenic activity of released VEGF was compared to fresh VEGF and
effect on proliferation was higher for that from “insitu” modified variants.
Scaffolds with an injected VEGF-containing depot
Components used for functionalization of the scaffolds with a central injected VEGF-containing
depot, were the growth factor binding molecule heparin, but also viscous gels like hyaluronic
acid or methyl cellulose and hydrogels consisting of alginate. Also combinations with the algi-
nate-hydrogel (alginate + heparin, alginate + hyaluronic acid and alginate + methyl cellulose)
were applied as a depot.
In contrast to other variants the central depots of the variants with heparin and alginate + hepa-
rin could be clearly detected after a long incubation time (4 weeks) of the functionalized scaf-
folds, which was shown through different dyes. This result can be attributed to the strong inter-
action of heparin with the scaffold components. The injected depots could also be localized and
the formation of a gradient could be shown with the help of fluorescently labeled VEGF. There-
by, a rapid reduction of the injected amount of VEGF was demonstrated for the control (only
VEGF without depot components) after 24 h. For the tested variants with hyaluronic acid or
methyl cellulose a gradient that had been established within the scaffold (high concentration in
the central depot, low amount of VEGF in the outer parts of the scaffold) could be observed.
Neither the injected VEGF nor the depot itself could be detected in the center after more than
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3 days, however, which indicates that the VEGF as well as a large amount of the other compo-
nents diffused into the outer parts of or out of the scaffold. For the variants with alginate and
alginate + heparin a stable depot and a distinct formation of a gradient was detectable after an
incubation of 7 days. On the basis of release experiments it can be concluded that the drug
depot would also be stable at later time points of 28 days.
By providing different components for a depot it was possible to modify the release rate of
VEGF. The variants with heparin and alginate + heparin showed a constant and sustained re-
lease over 28 days. Other components for the depot, for example alginate or hyaluronic acid,
exhibited a faster release and had a different high initial burst of the injected VEGF. In addition,
the proliferative effect of released VEGF even after 4 weeks was shown by a proliferation as-
say. Endothelial cells migrated deeper towards VEGF or VEGF containing depot within the scaf-
folds compared to the control without VEGF which was demonstrated by a migration test.
The results obtained in this thesis showed that the developed strategies – the heparin modifica-
tion of whole scaffolds (“insitu” and “post”) as well as the injection of a central VEGF containing
depot into the scaffolds – were successful to achieve a retarded and sustained drug release and
attract cells by chemotaxis. The release rate of the angiogenic factor VEGF could furthermore
be controlled by changing the concentration of heparin or using different components for the
depot, which could also be transferred to other growth factors in next steps. The functionalized
scaffold materials are widely established in vitro, so that they can be tested in animal experi-
ments in vivo to promote an enhanced vascularization of the material and the chemoattraction
of cells to improve the regeneration of bone defects.
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Anhang
Im Nachfolgenden sind die gemessenen Werte der im Ergebnisteil gezeigten VEGF-
Freisetzungsversuche aus Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds sowie aus Scaf-
folds mit einem injizierten VEGF-haltigen Depot tabellarisch dargestellt.
Im Anschluss wird anhand von teilweise voneinander abweichenden Ergebnissen von Wieder-
holungsversuchen auf die Problematik der Unterschiede zwischen den verwendeten Kol-
lagenchargen eingegangen.
In Tabelle 29 sind die gemessenen Werte der täglichen und kumulativen VEGF-Freisetzung aus
Heparin-freien und Heparin-modifizierten („insitu“ und „post)“ Scaffolds über einen Zeitraum von
7 Tagen dargestellt. Diese Werte beziehen sich auf die Abbildung 30.
Tabelle 29: VEGF-Menge der täglichen und kumulativen Freisetzung aus den unten stehenden Scaffold-
varianten über 7 Tage
2 h 1 d 2 d 3 d 4 d 5 d 6 d 7 d
Werte der täglichen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
0 33,53±9,26 71,10±2,70 37,57±2,63 17,67±1,05 11,68±1,32 8,67±1,28 5,90±0,15 4,18±0,58
I-30 2,96±1,05 12,23±1,59 8,98±2,13 7,61±0,79 8,30±0,37 5,11±0,84 5,57±1,13 5,12±0,99
I-75 2,69±0,88 4,13±0,51 5,91±0,90 6,19±0,52 5,10±1,08 4,90±0,51 3,77±0,83 3,41±0,17
I-150 1,45±0,29 2,46±0,88 4,43±0,36 4,01±0,68 3,59±1,21 2,96±0,47 2,96±0,79 2,57±0,82
P-30 1,32±0,20 5,04±1,23 5,83±1,13 6,81±1,06 5,60±0,41 5,71±0,87 4,70±0,38 5,65±1,44
P-75 1,48±0,48 4,48±1,35 4,15±0,62 4,54±0,84 4,43±0,62 3,87±0,69 3,27±0,52 3,47±0,67
P-150 1,27±0,45 4,58±1,86 4,46±0,77 4,12±0,98 3,55±0,37 3,22±0,44 2,84±0,26 2,81±0,27
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
0 33,53±9,26 104,62±7,09 142,20±4,68 159,87±4,02 171,55±3,82 180,21±3,82 186,11±3,93 190,29±3,92
I-30 2,91±0,87 15,14±2,34 23,89±3,31 31,47±3,79 39,80±3,81 44,95±4,11 50,52±3,96 55,64±4,69
I-75 2,69±0,88 6,80±1,07 12,71±1,90 18,92±1,79 24,02±2,72 28,92±3,16 32,69±3,90 36,10±3,98
I-150 1,44±0,24 3,95±0,71 8,34±0,92 12,35±1,39 16,11±2,44 19,07±2,75 22,03±3,45 24,60±4,15
P-30 1,30±0,17 6,24±1,00 12,07±2,01 18,88±3,06 24,52±3,35 30,24±4,01 34,97±4,18 40,43±5,23
P-75 1,52±0,40 6,00±1,62 10,15±2,16 14,69±2,98 19,13±3,32 23,00±3,94 26,26±4,39 29,73±4,89
P-150 1,27±0,45 5,85±2,15 10,31±2,81 14,43±3,77 17,98±4,02 21,20±4,45 24,04±4,71 26,77±4,77
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Tabelle 30 zeigt die VEGF-Freisetzung aus Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds
über einen Zeitraum von 28 Tagen. Angegeben sind die absoluten und die kumulativen Werten,
welche sich auf Abbildung 31 beziehen.
Tabelle 30: VEGF-Menge der absoluten und kumulativen Freisetzung aus den unten stehenden Scaffold-
varianten zu ausgewählten Zeitpunkten
Um die Freisetzung aus einem Wirkstoffdepot zu untersuchen, wurde VEGF in Kombination mit
verschiedenen Komponenten in das Zentrum der Scaffolds aus mineralisiertem Kollagen
injiziert. Tabelle 31 stellt die gemessenen Werte (absolut und kumulativ) der Freisetzung über
27 Tage aus den VEGF-haltigen Depots in den Scaffolds dar. Diese Werte beziehen sich auf
Abbildung 40.
1 d 3 d 7 d 14 d 21 d 28 d
Werte der absoluten VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
0 24,24±2,67 7,71±0,64 1,46±0,09 1,05±0,07 0,73±0,10 0,24±0,03
I-30 6,29±1,60 3,16±0,19 3,14±0,35 3,36±0,20 2,27±0,37 1,01±0,12
I-75 0,81±0,90 1,17±1,19 1,84±0,65 2,51±0,20 1,14±0,34 0,56±0,06
I-150 2,45±0,22 3,22±0,16 3,81±0,15 4,15±0,21 2,53±0,15 0,90±0,03
P-30 0,81±0,75 0,88±0,36 2,43±0,90 3,22±0,13 3,67±0,09 1,68±0,10
P-75 0,34±0,04 0,54±0,10 1,27±0,42 1,16±0,01 1,49±0,16 0,93±0,19
P-150 0,81±0,28 0,69±0,13 1,10±0,05 0,94±0,18 1,28±0,09 0,61±0,04
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
0 29,98±2,82 51,42±2,58 61,60±2,39 70,08±2,72 73,59±2,47 74,66±2,35
I-30 7,29±1,61 15,21±2,43 29,26±3,50 39,07±3,96 48,48±4,49 52,44±5,02
I-75 2,95±1,03 8,67±3,13 25,15±4,90 37,69±4,97 47,56±4,67 51,04±4,62
I-150 1,19±0,27 3,31±0,67 11,13±1,44 22,67±1,71 27,04±1,94 29,09±1,97
P-30 1,23±1,28 2,98±2,20 10,09±4,66 18,65±4,45 29,72±5,04 35,79±4,99
P-75 0,47±0,04 1,35±0,16 5,16±1,11 15,23±2,74 19,94±3,42 23,14±3,85
P-150 1,05±0,31 2,33±0,53 5,83±0,76 12,41±0,59 15,77±0,97 17,68±1,12
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Tabelle 31: VEGF-Menge der absoluten und kumulativen Freisetzung aus Kollagenscaffolds beladen mit
einer VEGF-Lösung oder mit einem VEGF-haltigen Hydrogeldepot zu ausgewählten Zeitpunkten. Als
Kontrolle wurde VEGF (ohne Depot) injiziert.
Weitere Daten zur VEGF-Freisetzung und Testung der biologischen Aktivität aus Heparin-
modifizierten und Heparin-freien Scaffolds
Bei der Auswertung von VEGF-Freisetzungsversuchen aus Heparin-modifizierten und Heparin-
freien, als auch von Scaffolds mit einem injizierten VEGF-haltigen Depot, sind Abweichungen
der täglichen bzw. absoluten und insgesamt freigesetzten VEGF-Menge aufgetreten. Nach
Überprüfung der verwendeten Kollagenchargen wurde deutlich, dass ein Zusammenhang zwi-
schen den Schwankungen in der Freisetzung und der Verwendung verschiedener Kol-
lagenchargen bestand. Bei Scaffolds aus natürlichem Ursprung kann die molekulare Zusam-
mensetzung des Kollagens geringfügig abweichen und somit die Eigenschaften der Scaffolds,
z.B. die Bindung eines Wachstumsfaktors, verändern.
Die im Abschnitt 4.1.5 beschriebenen VEGF-Freisetzungsversuche aus Heparin-modifizierten
und Heparin-freien Scaffolds wurden mit Scaffolds, hergestellt aus verschiedenen Kollagen-
ansätzen aber aus der gleichen Kollagencharge, durchgeführt. Im Nachfolgenden sind die Er-
gebnisse der durchgeführten Freisetzungsversuche und Experimente zur Bestimmung der bio-
logischen Aktivität des freigesetzten VEGF unter Verwendung von Scaffolds aus mineralisier-
tem Kollagen aus einer anderen Kollagencharge dargestellt.
1 d 3 d 7 d 13 d 20 d 27 d
Werte der absoluten VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
Kontrolle 57,17±13,71 23,31±3,16 4,99±0,51 4,62±0,51 2,62±0,34 2,22±0,11
Hep 4,11±1,72 4,42±1,57 4,12±1,52 9,10±2,48 10,96±1,80 9,95±2,43
1%Alg 20,56±7,96 12,63±3,02 6,94±1,70 10,58±1,75 8,66±1,74 7,09±1,92
1%HYA 27,27±4,97 18,31±2,53 7,70±0,78 11,80±1,09 8,39±1,32 5,68±0,56
1%MC 47,48±1,84 39,43±4,39 7,02±1,34 7,53±1,81 5,60±0,89 4,64±0,49
1%Alg+Hep 6,00±0,27 7,51±0,64 5,93±0,23 11,58±0,87 11,48±1,08 11,63±0,93
1%Alg+HYA 42,49±15,23 14,36±1,33 6,64±2,05 8,02±3,91 6,86±3,98 4,50±2,09
1%Alg+MC 33,84±2,86 12,31±1,15 4,66±1,00 3,83±3,33 3,19±0,23 2,91±0,10
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
Kontrolle 100,67±46,19 169,42±51,61 204,00±56,07 215,90±57,22 222,78±58,82 228,88±59,15
Hep 7,21±2,77 16,72±6,06 32,26±11,71 54,77±18,07 83,50±23,81 110,31±30,11
1%Alg 45,47±17,71 71,15±19,24 98,13±21,29 120,63±24,54 144,00±28,42 160,59±31,24
1%HYA 35,87±7,95 83,51±11,57 123,22±14,98 150,58±17,15 175,44±19,47 192,04±21,07
1%MC 66,91±17,89 164,10±21,38 214,81±20,17 234,42±17,54 251,10±15,96 264,12±15,12
1%Alg+Hep 10,26±0,47 25,20±1,30 49,50±2,82 74,43±4,36 108,44±7,44 140,25±10,34
1%Alg+HYA 66,93±21,79 107,03±27,46 145,86±20,08 167,48±10,12 187,13±2,47 201,27±9,73
1%Alg+MC 55,02±8,32 84,62±16,77 112,52±21,88 127,98±25,44 135,90±14,24 138,49±10,57
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Abbildung 46 zeigt die VEGF-Freisetzungsergebnisse, bei welchen die Freisetzung aus
Heparin-modifizierten Scaffolds („insitu“ und „post“) im Vergleich zur Heparin-freien Variante
stark verzögert wurde. Des Weiteren nahm die freigesetzte VEGF-Menge tendenziell mit zu-
nehmender Heparinkonzentration (30, 75 und 150 mg Heparin/g min. Koll.), gebunden an den
Scaffolds, ab. Diese Ergebnisse bestätigen die bereits dargestellten Daten der Abbildung 30.
Allerdings wurde mehr VEGF (nach 7 Tagen bis zu 95% des eingesetzten VEGF aus der Hepa-
rin-freien Variante) als bei dem hier gezeigten Versuch (nur 55% des eingesetzten VEGF) frei-
gesetzt. Die Werte zur täglichen und kumulativen Freisetzung sind in Tabelle 32 dargestellt.
Abbildung 46: VEGF-Freisetzung von Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds über 7 Tage
(Wiederholungsversuch 1). Beladung der Scaffolds erfolgte mit 200 ng VEGF über Nacht; ungebundenes
VEGF wurde durch Spülen entfernt. Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in 1 ml Freiset-
zungsmedium untersucht. Ein Wechsel des Medium wurde zuerst nach 2h, dann alle 24 h durchgeführt
und mittels ELISA quantifiziert (n=4, Mittelwert ± Stabw). Beide Modifizierungen „insitu“ und „post“ hatten
einen signifikanten Einfluss auf die Freisetzung; bei der kumulativen Freisetzung bestand zu jedem Zeit-
punkt ein signifikanter Unterschied zur Heparin-freien Variante (*p < 0,05). A) tägliche Freisetzung bei
den „insitu“-modifizierten Varianten, B) tägliche Freisetzung bei den „post“-modifizierten Varianten, C)
kumulative Freisetzung bei den „insitu“-modifizierten Varianten und D) kumulative Freisetzung bei den
„post“-modifizierten Varianten.
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Tabelle 32: VEGF-Menge der täglichen und kumulativen Freisetzung aus den unten stehenden Scaffold-
varianten über 7 Tage (Wiederholungsversuch 1)
In Abbildung 47 ist ein weiterer VEGF-Freisetzungsversuch aus Heparin-modifizierten und He-
parin-freien Scaffolds dargestellt. Entgegen den in Abbildung 30 und Abbildung 46 dargestellten
Versuchen verzögerte die Heparin-Modifizierung nicht die Freisetzung des VEGF. Die Werte
zur täglichen und kumulativen Freisetzung sind in Tabelle 33 dargestellt.
2 h 1 d 2 d 3 d 4 d 5 d 6 d 7 d
Werte der täglichen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
0 17,62±6,02 45,90±3,29 16,90±3,41 10,71±2,50 4,88±0,98 3,90±0,28 2,94±0,44 2,41±0,45
I-30 5,44±0,23 16,90±3,08 7,25±0,18 5,38±0,07 3,77±1,15 4,62±0,34 4,36±0,72 3,82±0,59
I-75 2,96±1,31 7,30±3,45 5,16±1,65 3,56±1,35 3,43±0,56 3,72±0,39 2,70±0,41 2,55±0,40
I-150 1,59±0,95 5,59±1,34 4,36±0,48 3,26±0,52 2,39±0,56 2,89±0,76 2,56±0,39 1,74±0,45
P-30 1,03±0,41 3,52±1,01 3,95±1,01 3,26±0,91 3,17±0,48 3,58±0,13 3,18±0,26 3,73±0,37
P-75 0,82±0,40 3,50±0,52 2,34±0,69 1,81±0,43 1,77±0,22 2,63±0,45 2,29±0,12 2,07±0,60
P-150 0,95±0,63 2,84±1,15 2,01±0,78 1,36±0,44 1,69±0,17 2,19±0,48 1,45±0,33 1,61±0,25
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
0 0,95±0,63 3,79±1,62 5,80±2,24 7,17±2,45 8,86±2,57 11,05±3,01 12,50±3,04 14,11±3,26
I-30 0,82±0,40 4,32±0,44 6,66±0,84 8,46±1,16 10,23±1,37 12,86±1,59 15,15±1,60 17,22±1,71
I-75 1,03±0,41 4,55±1,36 8,49±2,35 11,75±3,18 14,92±3,59 18,50±3,62 21,68±3,63 25,41±3,41
I-150 17,62±6,02 63,52±7,71 80,43±7,62 91,14±6,83 96,02±7,08 99,92±7,18 102,86±7,34 105,27±7,60
P-30 1,59±0,95 7,18±2,01 11,54±2,05 14,80±2,05 17,20±2,27 20,08±2,95 22,64±3,01 24,38±3,45
P-75 2,96±1,31 10,27±4,14 15,43±5,05 18,98±6,33 22,41±6,41 26,13±6,64 28,83±6,59 31,39±6,67
P-150 5,44±0,23 22,35±2,85 29,60±3,03 34,97±2,96 38,75±4,11 43,36±4,45 47,73±5,17 51,55±5,76
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Abbildung 47: VEGF-Freisetzung von Heparin-freien und Heparin-modifizierten Scaffolds über 7 Tage
(Wiederholungsversuch 2). Beladung der Scaffolds erfolgte mit 200 ng VEGF über Nacht; ungebundenes
VEGF wurde durch Spülen entfernt. Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in 1 ml Freiset-
zungsmedium untersucht. Ein Wechsel des Medium wurde zuerst nach 2h, dann alle 24 h durchgeführt
und mittels ELISA quantifiziert (n=4, Mittelwert ± Stabw). Beide Modifizierungen „insitu“ und „post“ hatten
tendenziell keinen signifikanten Einfluss auf die Freisetzung (*p < 0,05). A) tägliche Freisetzung bei den
„insitu“-modifizierten Varianten, B) tägliche Freisetzung bei den „post“-modifizierten Varianten, C) kumula-
tive Freisetzung bei den „insitu“-modifizierten Varianten und D) kumulative Freisetzung bei den „post“-
modifizierten Varianten.
Tabelle 33: VEGF-Menge der täglichen und kumulativen Freisetzung aus den unten stehenden Scaffold-
varianten über 7 Tage (Wiederholungsversuch 2)
2 h 1 d 2 d 3 d 4 d 5 d 6 d 7 d
Werte der täglichen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
0 10,91±2,26 27,78±3,37 28,50±1,96 9,43±0,93 6,26±0,70 4,65±0,56 2,87±0,16 2,47±0,14
I-30 10,64±4,53 29,75±3,32 28,53±4,58 9,31±1,35 5,53±0,31 3,46±0,11 2,65±0,20 2,81±0,35
I-75 18,09±4,16 33,42±1,84 26,27±1,51 7,18±0,33 5,04±0,42 3,45±0,33 2,08±0,25 2,02±0,30
I-150 20,21±4,23 35,88±2,00 10,86±0,71 3,74±0,27 2,17±0,17 1,24±0,08 0,73±0,04 0,61±0,04
P-30 8,35±0,72 26,25±2,88 27,25±0,55 6,91±0,49 4,34±0,24 3,40±0,27 1,77±0,15 2,00±0,14
P-75 11,53±1,18 27,55±2,12 24,07±1,22 5,66±0,09 4,27±0,19 3,07±0,24 1,80±0,12 1,75±0,20
P-150 9,13±1,67 30,61±2,13 24,87±0,89 6,23±0,60 4,13±0,12 3,03±0,26 1,60±0,23 1,88±0,05
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Neben der quantitiativen Bestimmung der freigesetzten VEGF-Menge aus den Scaffolds wurde
die biologische Aktivität des freigesetzten VEGF anhand des proliferationsstimulierenden Effek-
tes auf HDMEC getestet. Wie auch in den dargestellten Ergebnissen des Abschnittes 4.1.5
(Abbildung 33) war in Abbildung 48 der proliferationsstimulierende Effekt des freigesetzten
VEGF zu jedem untersuchten Zeitpunkt ersichtlich.
Abbildung 48: Biologische Aktivität des von Scaffolds freigesetzten VEGF zu den Zeitpunkten 2 h, 24 h,
48 h und 7 d (entspricht (Wiederholungsversuch 1). Angegeben wird die n-fache Zunahme der Zellzahl im
Vergleich zu VEGF-freien Kontrollen. Die Zunahme der Zellzahl, gemessen anhand der DNA der Zellen
nach der Inkubationszeit, wurde von den Kontrollen (Medium der Scaffolds ohne VEGF) auf den Wert 1
gesetzt und mit der Zunahme der Zellzahl, welche mit freigesetztem Medium von den Scaffolds mit VEGF
inkubiert wurden, ins Verhältnis gesetzt. Ein Wert über 1 zeigt somit die Zunahme der Zellzahl aufgrund
der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF an (n=4, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05). A) „insitu“-
modifizierte und B) „post“-modifizierte Scaffolds
Abbildung 49 zeigt einen weiteren Versuch, bei dem die biologische Aktivität des freigesetzten
VEGF aus Heparin-modifizierten und Heparin-freien Scaffolds getestet wurde.
Im Gegensatz zu den dargestellten Ergebnissen in Abbildung 33 war hier der proliferations-
stimulierende Effekt des freigesetzten VEGF tendenziell geringer und es waren keine großen
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
0 10,91±2,26 38,69±3,85 67,19±5,04 76,62±4,53 82,87±4,05 87,52±3,76 90,39±3,77 92,86±3,69
I-30 10,64±4,53 40,39±3,75 68,92±2,24 78,22±2,96 83,75±3,19 87,21±3,25 89,86±3,41 92,67±3,66
I-75 18,09±4,16 51,51±5,14 77,78±6,39 84,96±6,69 90,00±6,66 93,45±6,70 95,52±6,74 97,55±6,75
I-150 20,21±4,23 56,09±5,91 66,95±5,22 70,69±4,97 72,86±4,82 74,10±4,74 74,83±4,72 75,44±4,71
P-30 8,35±0,72 34,60±2,93 61,86±3,37 68,77±3,30 73,11±3,25 76,51±3,37 78,29±3,29 80,29±3,30
P-75 11,5±1,18 39,09±2,98 63,15±3,14 68,81±3,12 73,09±3,25 76,15±3,14 77,95±3,02 79,70±2,90
P-150 9,13±1,67 39,74±3,79 64,61±3,79 70,84±4,17 74,97±4,06 77,24±5,29 78,84±5,07 80,72±5,09
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Unterschiede in der Zunahme der Zellzahl mit freigesetztem VEGF aus modifizierten im Ver-
gleich zu Heparin-freien Scaffolds zu erkennen.
Abbildung 49: Biologische Aktivität des von Scaffolds freigesetzten VEGF zu den Zeitpunkten 2 h, 24 h,
48 h und 7 d (entspricht Wiederholungsversuch 2). Angegeben wird die n-fache Zunahme der Zellzahl im
Vergleich zu VEGF-freien Kontrollen. Die Zunahme der Zellzahl, gemessen anhand der DNA der Zellen
nach der Inkubationszeit, wurde von den Kontrollen (Medium der Scaffolds ohne VEGF) auf den Wert 1
gesetzt und mit der Zunahme der Zellzahl, welche mit freigesetztem Medium von den Scaffolds mit VEGF
inkubiert wurden, ins Verhältnis gesetzt. Ein Wert über 1 zeigt somit die Zunahme der Zellzahl aufgrund
der biologischen Aktivität des freigesetzten VEGF an (n=4, Mittelwert ± Stabw, *p < 0,05). A) „insitu“-
modifizierte und B) „post“-modifizierte Scaffolds
Weitere Daten zur Freisetzung aus injizierten VEGF-haltigen Depots in Scaffolds aus
mineralisiertem Kollagen
Die Wiederholungsversuche zur VEGF-Freisetzung aus Scaffolds mit einem injizierten Wirk-
stoffdepot sind in Abbildung 50 und Abbildung 51 dargestellt. Die verwendeten Scaffolds wur-
den aus der gleichen Kollagencharge aber unterschiedlichen Kollagenansätzen hergestellt.
In Abbildung 50 wird ersichtlich, ähnlich den Ergebnissen im Abschnitt 4.2.3 mit der Abbildung
40, dass die VEGF-Freisetzung aus dem Wirkstoffdepot durch die Verwendung von verschie-
denen Komponenten unterschiedlich stark verzögert wurde. Im Vergleich zu den Ergebnissen
aus Abbildung 40 war hier die freigesetzte VEGF-Menge aus allen Varianten tendenziell gerin-
ger und die Varianten Alg und HYA zeigten eine andere, stark verzögerte Freisetzungskinetik.
Für die Variante Alg+HYA konnten in diesem Versuch keine Werte aufgrund der schwierigen
Injizierbarkeit der sehr viskosen Kombination gemessen werden. Die dazugehörigen Werte zur
absoluten und kumulativen Freisetzung sind in Tabelle 34 dargestellt.
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Abbildung 50: VEGF-Freisetzung aus Scaffolds beladen mit einem VEGF-haltigen Depot. Beladung der
Scaffolds erfolgte mit 400 ng VEGF, welche zusammen mit einer Lösung bzw. Hydrogelkomponenten
injiziert wurden (Wiederholungsversuch 1). Die VEGF-Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in
1,5 ml Freisetzungsmedium untersucht und der Gehalt von VEGF mittels ELISA quantifiziert (n=3, Mittel-
wert ± Stabw). Varianten mit einem Depot bzw. Hydrogeldepot hatten einen signifikanten Einfluss auf die
absolute und kumulative Freisetzung (*p < 0,05). A) tägliche Freisetzung innerhalb von 7 Tagen, B) abso-
lute Freisetzung über 27 Tage, C) kumulative Freisetzung über 27 Tage
Tabelle 34: VEGF-Menge der absoluten und kumulativen Freisetzung aus Kollagenscaffolds beladen mit
einer VEGF-Lsg oder mit einem Hydrogeldepot zu ausgewählten Zeitpunkten (Wiederholungsversuch 1)
1 d 3 d 7 d 13 d 20 d 27 d
Werte der absoluten VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
Kontrolle 39,92±3,09 20,90±1,05 3,82±0,18 3,11±0,23 1,46±0,14 0,98±0,06
Hep 3,65±1,54 4,49±1,57 4,08±0,94 6,55±0,68 5,22±0,51 4,08±0,61
1%Alg 4,77±3,98 2,91±2,59 3,37±0,00 3,83±0,00 2,45±0,00 1,03±0,00
1%HYA 10,92±5,75 6,13±6,77 4,44±0,00 3,76±0,00 2,28±0,00 1,00±0,00
1%MC 31,11±4,53 18,21±1,52 5,50±1,03 4,70±1,83 2,47±0,58 1,09±0,11
1%Alg+Hep 3,90±0,33 4,54±0,18 4,92±0,35 9,68±0,67 5,04±0,12 4,06±0,42
1%Alg+HYA / / / / / /
1%Alg+MC 20,02±7,94 13,15±3,75 5,34±1,13 5,25±1,12 2,72±0,56 1,22±0,26
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Auch im wiederholten Freisetzungsversuch wurde das injizierte VEGF durch die verschiedenen
Depotkomponenten verzögert freigesetzt (siehe Abbildung 51). Allerdings wurde bei der Kon-
trollvariante im Vergleich zum dargestellten Versuch in Abbildung 40 nur 25% der eingesetzten
VEGF-Menge freigesetzt. Auch die Varianten Alg+HYA und Alg+MC wiesen eine stark verzö-
gerte Freisetzung auf, wobei diese Varianten durch ihre hohe Viskosität schwierig zu injizieren
waren und vermutlich deshalb Schwankungen in der Freisetzung zwischen den einzeln durch-
geführten Versuchen auftraten. Die dazugehörigen Werte zur absoluten und kumulativen Frei-
setzung sind in Tabelle 35 dargestellt.
Abbildung 51: VEGF-Freisetzung aus Scaffolds beladen mit einem VEGF-haltigen Depot. Beladung der
Scaffolds erfolgte mit 400 ng VEGF, welche zusammen mit einer Lösung bzw. Hydrogelkomponenten
injiziert wurden (Wiederholungsversuch 2). Die Freisetzung wurde unter Zellkulturbedingungen in 1,5 ml
Freisetzungsmedium untersucht und der Gehalt an VEGF mittels ELISA quantifiziert (n=3, Mittelwert ±
Stabw). Varianten mit einem Depot bzw. Hydrogeldepot hatten einen signifikanten Einfluss auf die
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
Kontrolle 69,11±8,80 120,15±13,29 148,13±14,62 159,32±15,09 165,59±15,35 169,07±15,43
Hep 6,39±3,34 14,46±6,19 30,00±10,61 49,94±13,44 68,93±15,42 83,23±16,80
1%Alg 12,36±10,10 18,22±15,38 25,46±22,24 31,05±28,05 35,10±32,40 36,93±34,34
1%HYA 20,51±14,39 35,29±30,16 46,34±42,31 51,89±48,82 55,34±53,01 56,89±54,82
1%MC 41,02±6,60 89,44±13,74 124,90±14,55 141,22±10,31 151,54±8,76 156,08±8,58
1%Alg+Hep 6,35±1,38 15,51±1,38 33,23±0,89 58,03±0,94 76,64±0,77 92,26±1,19
1%Alg+HYA / / / / / /
1%Alg+MC 26,87±9,31 56,92±16,96 87,76±25,55 104,18±29,20 114,44±31,50 119,10±32,29
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absolute und kumulative Freisetzung (*p < 0,05). A) tägliche Freisetzung innerhalb von 7 Tagen, B) abso-
lute Freisetzung über 27 Tage, C) kumulative Freisetzung über 27 Tage
Tabelle 35: VEGF-Menge der absoluten und kumulativen Freisetzung aus Kollagenscaffolds beladen mit
einer VEGF-Lsg oder mit einem Hydrogeldepot zu ausgewählten Zeitpunkten (Wiederholungsversuch 2)
1 d 3 d 7 d 13 d 20 d 27 d
Werte der absoluten VEGF-Freisetzung [ng VEGF/ml]
Kontrolle 42,28±36,22 13,29±11,14 2,93±2,29 2,65±2,11 0,56±0,44 0,38±0,29
Hep 4,87±0,71 4,73±0,35 5,18±0,73 15,48±1,01 7,20±0,93 7,36±0,28
1%Alg 3,92±0,70 17,01±3,45 13,22±2,52 28,22±3,31 6,08±1,51 2,22±0,24
1%HYA 84,44±11,21 50,25±0,53 7,49±1,93 14,65±6,90 2,32±0,38 1,10±0,27
1%MC 86,56±46,08 56,28±2,48 9,86±2,28 12,27±2,83 4,55±0,86 1,83±0,20
1%Alg+Hep 1,15±0,39 4,61±1,19 5,06±0,59 17,09±2,82 9,86±0,90 8,94±0,46
1%Alg+HYA 8,19±4,35 16,39±1,39 7,80±5,25 7,15±5,15 2,19±1,89 1,02±0,78
1%Alg+MC 4,45±4,39 8,94±3,91 3,48±1,42 2,76±0,93 0,75±0,24 0,40±0,14
Werte der kumulativen VEGF-Freisetzung [ng VEGF/Scaffold]
Kontrolle 60,35±54,06 94,81±81,01 115,00±92,16 121,72±96,20 123,88±97,85 125,00±98,70
Hep 6,38±0,75 13,17±1,39 27,39±2,73 56,27±6,68 76,63±8,41 95,36±9,41
1%Alg 5,35±0,83 29,08±3,95 87,86±12,20 159,92±13,33 184,13±17,94 193,36±19,90
1%HYA 91,88±65,22 160,09±94,54 221,99±85,00 255,82±58,61 271,64±47,83 277,51±43,70
1%MC 89,59±30,61 198,06±15,52 269,30±0,55 305,65±5,77 320,63±6,24 326,87±7,38
1%Alg+Hep 1,40±0,42 7,97±1,98 22,03±4,04 62,03±14,16 89,01±16,56 112,92±17,94
1%Alg+HYA 11,33±4,56 59,97±33,76 102,76±50,53 129,43±68,76 137,58±70,60 140,66±72,78
1%Alg+MC 6,40±3,27 22,28±10,92 45,04±11,36 51,76±11,79 54,77±12,82 56,04±13,06
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